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Les microtubules sont des composants hautement dynamiques du cytosquelette. La tubuline 
est localisée au centrosomeElle y forme le complexe de nucléation des microtubules, le 
TuRC, en association avec les protéines GCPs 2-6. Les GCPs 2-6 forment une famille de 
protéines caractérisée par deux domaines conservés appelés GRIP1 et 2. De par sa structure, 
le TuRC sert de moule pour la nucléation des microtubules. Le TuRC est constitué de 
plusieurs sous-complexes : les TuSCs qui sont composés d’une GCP2 et d’une GCP3 qui 
interagissent entre elle par leur domaine amino-terminal, chacune liant une tubuline  via leur 
domaine carboxy-terminal. Les TuSCs s’assemblent latéralement pour former une structure à 
un tour d’hélice, les deux extrémités de l’hélice se recouvrant. La structure atomique de GCP4 
s’intègre particulièrement bien dans structure du TuSC de levure, obtenue en microscopie 
électronique, à la place de GCP2 et 3 suggérant une forte conservation structurale entre les 
GCPs. GCP4, 5 et 6 pourraient donc être partie intégrante de l’hélice. 
Durant ma thèse j’ai étudié la position relative des GCP4, 5 et 6 au sein du TuRC. Pour cela 
j’ai développé des approches d’échange de domaines et de mutagénèse. J’ai également mis en 
place des stratégies de FLIM-FRET et d’immunoprécipitation. 
J’ai ainsi montré que c’est le domaine N-terminal des GCPs qui définit leur identité, les 
domaines C-terminaux étant échangeables. J’ai également mis en évidence, au sein du 
TuRC, des interactions latérales entre GCP4 et GCP5 semblables à celles établies par GCP2 
et GCP3 dans les TuSC. J’ai également pu isoler un complexe contenant GCP4, 5, 6 et la 
tubuline  indépendamment du TuRC. 
J’apporte ainsi les premières preuves expérimentales soutenant l’idée que GCP4, 5 et 6 sont 
partie intégrante de l’hélice du TuRC et qu’elles y forment un sous complexe qui occupe une 
position bien définie. 
 
ABSTRACT 
Microtubules are highly dynamic components of the cytoskeleton. tubulin is found at the 
centrosome where it forms a microtubule nucleation complex together with GCPs 2-6, the 
TuRC. GCPs 2-6 form a conserved family of proteins characterised by two conserved 
domains called GRIP1 and 2. The TuRC functions as a structural template for microtubule 
nucleation. The TuRC is composed of smaller subcomplexes called TuSC. Each TuSC is 
composed by one GCP2, one GCP3 and two tubulins. GCP2 and GCP3 interact via their N-
terminal domain and bind tubulin through their C-terminal domain. Several TuSCs can 
assemble laterally to form a one-turn helix with the two ends overlapping. The atomic 
structure of GCP4 fits almost perfectly in the place of GCP2 and GCP3 within the TuSC 
envelope obtained by electron microscopy suggesting a strong structural conservation among 
GCPs. Hence, GCP4, 5 and 6 may be part of the helix. 
During the course of my thesis, I studied the relative position of GCPs 4, 5, 6 within the 
TuRC. To this aim, I developed a domain swapping and mutagenesis approaches. I also 
combined FLIM-FRET and immunoprecipitation strategies. 
I have been able to show that the N-terminal domains of GCPs define their identity while the 
C-terminal domains can be swapped. My results also indicate that GCP4 and GCP5 establish 
TuSC like interactions within the TuRC. I also isolated a complex containing GCP4, 5, 6 
and tubulin independently of the TuRC. 
My thesis provides the first experimental evidence supporting the model where GCP4, 5 and 6 
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Dans les cellules eucaryotes, le cytosquelette est un système dynamique et varié composé de 
protéines structurales. C’est une structure impliquée dans de nombreux mécanismes 
cellulaires. Il existe trois grands composants du cytosquelette, chacun possédant des 
propriétés bien spécifiques. 
Les filaments intermédiaires en constituent le composant le plus stable et le moins 
dynamique. Ils ont un diamètre de 10nm. Leur composition est hétérogène et varie selon le 
type cellulaire. Ils sont impliqués dans divers mécanismes très différents allant de 
l’architecture du noyau (lamines) à la résistance cellulaire (cytokératines). 
 
Le second composant du cytosquelette est l’actine. L’assemblage de plusieurs sous unités 
d’actine globulaire (actine G) forme une double hélice de 7nm de diamètre, ce sont les 
filaments d’actine ou microfilaments (actine F). Ces filaments d’actine sont des composants 
dynamiques du cytosquelette et sont essentiels pour un grand nombre de fonctions dont le 
mouvement cellulaire et la formation de jonctions cellulaires. L’actine joue également un rôle 
essentiel dans la contraction musculaire. 
 
Enfin, les microtubules constituent le dernier composant du cytosquelette. Ils sont hautement 
dynamiques et sont composées d’hétérodimères de tubuline /et ont un diamètre de 25nm. 
Le cytosquelette microtubulaire joue un rôle essentiel dans une grande variété de mécanismes 
dont le transport intracellulaire et le positionnement des organelles. Les microtubules sont 
aussi des composants essentiels des cils et des flagelles et sont donc impliqués dans la motilité 
cellulaire. Lors de la division cellulaire ils sont responsables de la ségrégation des 
chromosomes via la formation d’une structure appelée fuseau mitotique. De plus en plus de 
données indiquent un rôle conjoint des microtubules et des filaments d’actine dans le maintien 





I. Le cytosquelette microtubulaire 
  
I.A. Composition des microtubules 
 
Les tubulines  et  possèdent une forte homologie de séquence en acides aminés (50%), 
chaque tubuline ayant une masse d’environ 55kDa. Les tubulines  et  forment des 
hétérodimères de 8nm de hauteur et 4nm de largeur (Figure 1). Ces hétérodimères 
s’assemblent eux-mêmes en « tête à queue ». Au sein d’un hétérodimère, les tubulines  et  
établissent donc des interactions longitudinales (Nogales et al. 1998).  
 
 Figure 1 : Assemblages des dimères de tubuline. 
La tubuline  et la tubuline  interagissent longitudinalement pour former des dimères de tubuline. 
L’assemblage longitudinal de plusieurs dimères forme un protofilament. Un microtubule est formé de 
13 protofilaments interagissant latéralement. De par l’assemblage en tête à queue des dimères de 
tubuline, les microtubules sont polarisés. La tubuline est du côté de l’extrémité – du microtubule et 
la tubuline  du côté de l’extrémité +. L’assemblage en hélice de ces protofilaments conduit à une 









I.B. Structure des microtubules 
 
L’assemblage longitudinal d’hétérodimères entre eux permet la formation de protofilaments et 
l’assemblage latéral de ces protofilaments forme les microtubules. Les microtubules ont une 
structure à trois départs d’hélices gauches (ce qui correspond à l’empilement de trois hélices 
gauches les unes au-dessus des autres) avec un pas de 12nm.  In vitro, à partir de tubuline 
purifiée il est possible de reconstituer des microtubules possédant entre 12 et 17 
protofilaments, la répartition de ces derniers étant une gaussienne centrée sur 14 (Chrétien & 
Wade 1991). In vivo en revanche, la quasi-totalité des microtubules possède 13 protofilaments 
(on parlera de symétrie 13) (Ledbetter & Porter 1964; Tilney et al. 1973; Evans et al. 1985). 
Les microtubules à 13 protofilaments forment des tubes creux de 25nm de diamètre avec une 
lumière de 17nm de diamètre (Figure 1). Il n’y a qu’avec une symétrie 13 que chaque 
protofilament reste droit tout le long du microtubule (avec une autre symétrie, les 
protofilaments s’enroulent le long du microtubule) (Chrétien & Wade 1991). Dans cette 
configuration, les tubulines  d’un protofilament interagissent latéralement avec les tubulines 
 d’un autre protofilament, il en est de même pour les tubulines . Cependant, il existe une 
zone appelée « sillon » au niveau de laquelle les tubulines  d’un protofilament interagissent 
latéralement avec les tubulines  d’un autre protofilament (Figure 1). 
De par l’assemblage en tête à queue des hétérodimères, les microtubules sont polarisés. On 
qualifie les deux extrémités d’extrémité négative et d’extrémité positive. Au sein de chaque 
hétérodimère, la tubuline  est du côté de l’extrémité négative du microtubule tandis que la 
tubuline  est du côté de l’extrémité positive. 
 
I.C. Dynamique des microtubules et protéines associées 
 
I.C.a. Dynamique intrinsèque  
 
Comme mentionné précédemment, les microtubules sont des structures hautement 
dynamiques. In vitro, il y a un ajout de tubuline au niveau des deux extrémités mais l’ajout de 
tubuline à l’extrémité positive est nettement plus rapide qu’à l’extrémité négative, in vivo, 




l’extrémité négative, les microtubules ont tendance à perdre des dimères de tubuline à leur 
extrémité - tandis qu’ils en gagnent à l’extrémité + ce qui résulte en un flux de tubuline allant 
de l’extrémité + des microtubules vers l’extrémité – alors que le microtubule conserve une 
position et une taille relativement constante (Mitchison 1989). L’équilibre entre ajout et perte 
de tubuline aux deux pôles et plus particulièrement à l’extrémité positive des microtubules a 
pour conséquence une alternance entre phases de polymérisation et phases de 
dépolymérisation. C’est ce que l’on appelle l’instabilité dynamique (Mitchison & Kirschner 
1984). Le passage d’une phase de polymérisation à une phase de dépolymérisation est appelé 
« catastrophe ». Le passage d’une phase de dépolymérisation à une phase de polymérisation 
est appelé « sauvetage ». Il existe aussi des phases dites de pause durant lesquelles il n’y a ni 
polymérisation ni dépolymérisation du microtubule (Akhmanova & Steinmetz 2008; 
Akhmanova & Steinmetz 2015) (Figure 2). 
Chaque tubuline possède un site de liaison au GTP, ces sites sont appelés N et E pour la 
tubuline  et  respectivement. Le site N de la tubuline  est enfoui au niveau de la zone 
d’interaction entre les deux sous unités de l’hétérodimère rendant le GTP lié à ce site non 
échangeable et non hydrolysable (Nogales et al. 1998). En revanche le site E de la tubuline  
est exposé lorsqu’il n’y a pas d’interaction avec la tubuline  d’un autre hétérodimère, son 
GTP est donc échangeable mais seul les dimères dont la tubuline  est liée au GTP sont 
compétents pour la polymérisation (Mitchison 1993; Nogales 2000). Suite à l’interaction avec 
un autre hétérodimère, le GTP du site E est hydrolysé en GDP (Nogales et al. 1999). La 
croissance des microtubules et l’hydrolyse du GTP sont donc couplées. Suite à l’hydrolyse du 
GTP en GDP, un réarrangement de la structure des tubulines a lieu ce qui génère des 
contraintes au niveau du dimère. Ces contraintes sont relâchées lors de la dépolymérisation 
entrainant le passage d’une structure dite droite de l’hétérodimère à une structure dite courbée 
(Alushin et al. 2014; Mitchison & Kirschner 1984). Le corps des microtubules est 
essentiellement composé de tubuline liée au GDP mais la présence d’une coiffe GTP à 
l’extrémité + force le maintien de la structure droite des hétérodimères. La perte de cette 
coiffe GTP entraine donc des évènements de « catastrophe » durant lesquels les 
protofilaments adoptent alors une structure courbée et se détachent ainsi des microtubules 
puis se dépolymérisent (Desai & Mitchison 1997). Peu de choses sont connues sur la 
mécanistique des évènements de « sauvetage ». En plus de la coiffe GTP à l’extrémité + des 
microtubules, il existe des îlots de GTP le long des microtubules qui favoriseraient les 
évènements de sauvetage en marquant un point d’arrêt de la dépolymérisation du microtubule 
(Dimitrov et al. 2008). Il existe à l’heure actuelle deux hypothèses expliquant la présence de 
ces îlots GTP dans le corps des microtubules. Il pourrait s’agir de tubuline liée au GTP qui n’a 
pas été hydrolysé lors de la polymérisation du microtubule (Dimitrov et al. 2008). Une autre 
explication possible est qu’il existe un phénomène de « respiration » des microtubules 
permettant l’incorporation de tubuline liée au GTP directement dans le corps du microtubule à 
partir du pool soluble de tubuline (Cassimeris 2009). 
 
 
Figure 2 : Les microtubules sont hautement dynamiques.  
L’ajout de dimères de tubuline lié au GTP à l’extrémité + du microtubule entraine la formation d’une coiffe de 
GTP qui permet la croissance du microtubule. Cette coiffe permet également le maintien de la structure du 
microtubule. Si cette coiffe est perdue, il se produit un évènement de « catastrophe » durant lequel le 
microtubule s’effondre. Pendant les évènements de « catastrophe », les protofilaments adoptent une structure 
courbée et se détachent du microtubule puis se dépolymérisent. Le passage d’un évènement de « catastrophe » 
à une croissance du microtubule est appelé « sauvetage ». Les évènements de sauvetage sont favorisés par des 
facteurs de sauvetages ainsi que par la présence d’îlots GTP au sein du microtubule. Il arrive aussi que les 
microtubules ne soient ni en croissance ni en effondrement, ils sont alors en pause. Adapté de Akhmanova & 
Steinmetz 2015. 
 
Les paramètres dynamiques des microtubules (vitesse de croissance, taux de 




lors de l’entrée en mitose, le réseau microtubulaire interphasique est totalement défait pour 
former le fuseau mitotique au sein duquel les microtubules sont extrêmement dynamiques. La 
dynamique des microtubules est influencée par des protéines s’y liant ainsi que par un grand 
nombre de modifications post traductionnelles.  
I.C.b. Régulation de la dynamique des microtubules 
 
Il existe une grande variété de protéines associées aux microtubules (MAPs), elles sont 
retrouvées le long des microtubules ainsi qu’à leurs extrémités où elles y jouent un rôle qui 
peut être stabilisateur ou déstabilisateur. Leur classification est ardue en raison de la 
multifonctionnalité de certaines d’entre elles. Je donnerais ici quelques exemples de MAPs les 
plus récemment étudiées. 
Une des mieux caractérisées in vitro est sans doute MCAK (Kline-Smith & Walczak 2002; 
Moore et al. 2005). En hydrolysant l’ATP, MCAK stabilise la forme incurvée des dimères 
facilitant ainsi le désassemblage des microtubules (Figure 3). 
La protéine ch-TOG (XMAP215 chez le Xénope) favorise l’addition de dimères via son 
domaine TOG augmentant jusqu’à un facteur 10 la vitesse de croissance des microtubules in 
vitro (Figure 3).  
 
Figure 3 : Exemples de MAPs et de leurs effets sur la dynamique du microtubule. 








La famille EB (End Binding protein) se lie à l’extrémité + des microtubules (Figure 3) par un 
domaine CH (Calponin Homology) présent dans leur partie amino-terminale. Trois protéines 
EB ont été identifiées (EB1, EB2, EB3). Les protéines EB, via leur domaine EBH (EB 
Homology) recrutent les protéines à motif SxIP dont font partie les CLASP (clip associated 
proteins) et MCAK. Le motif EEY/F des protéines EB permet quant à lui de recruter les 
protéines à domaine CAP-GLY dont font partie les CLIP (cytoplasmic linker proteins).  
 
Outre l’hydrolyse du GTP et l’association avec d’autres protéines, un grand nombre de 
modifications post traductionnelles (acétylation, tyrosinylation/détyrosinylation, 
polyglutamylation, polyglycylation,) influent sur la dynamique des microtubules. Ces 
modifications sont souvent retrouvées au niveau des cils et des flagelles et dans certains cas 
aux axones et sont généralement associées à des microtubules stables. D’autres modifications 
post-traductionnelles (phosphorylation, polyamination, palmytoylation, ubiquitination, 
glycosylation, arginylation, methylation, and sumoylation) ont été identifiées mais leur 
fonction reste à déterminer (Janke 2014) (Figure 4). 
I.C.c. Les protéines motrices 
 
Les protéines motrices jouent un rôle de cargo dans la cellule. Elles sont essentielles pour le 
trafic intracellulaire, le meilleur exemple de cette fonction est encore le transport des 
neurotransmetteurs le long de l’axone des neurones. Les protéines motrices sont également 
impliquées dans le positionnement des organelles et le positionnement des chromosomes 
mitotiques. Les microtubules sont une sorte d’autoroute de la cellule sur laquelle les protéines 
motrices peuvent se déplacer de manière organisée. Suivant leur sens de déplacement on peut 
classer les protéines motrices en deux grandes catégories : les kinésines qui se déplacent, pour 
la plupart, vers l’extrémité + des microtubules et les dynéines qui se déplacent vers 
l’extrémité – des microtubules. L’énergie nécessaire au déplacement des protéines motrices le 
long des microtubules est fournie par l’hydrolyse de l’ATP. Le déplacement des protéines 
motrices le long des microtubules est largement favorisé par la symétrie 13 qui permet d’avoir 
des protofilaments droits, ainsi une protéine motrice reste toujours du même côté du 
microtubule lors de son déplacement.  
Les protéines motrices jouent également un rôle dans la formation et la stabilité du fuseau 
mitotique. Elles exercent des forces sur les microtubules et elles permettent aux microtubules 
de coulisser les un par rapport aux autres et de former et maintenir un fuseau bipolaire.  
Les dynéines sont également essentielles pour le mouvement des cils et des flagelles. Leur 
action va entrainer le coulissement local des microtubules les uns par rapport aux autres 
entrainant ainsi la courbure du cil ou du flagelle. 
 
 
Figure 4 : Modifications post traductionnelles de la tubuline. 
Les queues C-terminales des tubulines sont exposées à la surface du microtubule et sont sujettes à 
diverses modifications post traductionnelles. La partie globulaire des microtubules peut également être 
modifiée. Les modifications post traductionnelles affectent la dynamique du microtubule. Adapté de 









II. Organisation des microtubules 
 
Les microtubules jouent de nombreux rôles au sein de la cellule : ils influent sur la forme, 
organisent le cytoplasme en positionnant les organelles, transportent des vésicules et des 
molécules, permettent la polarisation cellulaire et motilité cellulaire. Chacune de ces fonctions 
dépend d’une organisation bien particulière du réseau microtubulaire. L’organisation des 
microtubules varie donc suivant le type cellulaire. C’est au niveau des centres organisateurs 
des microtubules (MTOC) que l’on retrouve les extrémités – des microtubules. Ces centres 
organisent les microtubules parce qu’ils sont leurs lieux d’assemblage et/ou parce qu’ils les 
ancrent et les stabilisent. 
 
II.A. Le centrosome  
 
Il y a plus d’un siècle, le centrosome a été identifié comme le centre de formation et 
d’organisation des microtubules chez les eucaryotes supérieurs. Le centrosome est constitué 
de deux centrioles (père et fils) perpendiculaires qui constituent des structures de recrutement 
du matériel péricentriolaire ou PCM. Chaque centriole est composé par 9 triplets de 
microtubules (Bornens 2002). Le tubule le plus central du triplet (tubule A) est un 
microtubule complet de 13 protofilaments, les deux autres tubules, B et C sont incomplets et 
disposent de 10 et 11 protofilaments respectivement (Figure 5). La duplication des centrioles, 
et donc du centrosome, est hautement régulé. Durant la phase S du cycle cellulaire, les deux 
centrioles se dupliquent une seule fois générant ainsi deux paires de centrioles. Le nouveau 
centriole alors formé est dit immature. C’est durant la mitose que le nouveau centriole mature 
et devient totalement fonctionnel, lui permettant ainsi de recruter le PCM (La Terra et al. 
2005; Wang et al. 2011). La maturation des centrioles est caractérisée par la formation de 
structures appelées appendices distaux et subdistaux (Figure 5). 
Le rôle principal du PCM est la formation et l’ancrage des microtubules (Gould & Borisy 
1977) mais il est également impliqué dans certaines voies de signalisation, dans la régulation 
du cycle cellulaire et d’autres processus. Le PCM a initialement été décrit comme amorphe et 
non organisé, cependant des études récentes utilisant la super-résolution ont montré qu’il 
forme une matrice organisée (Mennella et al. 2012; Lawo et al. 2012; Fu & Glover 2012; 
Sonnen et al. 2012). Plus de 200 protéines différentes ont été identifiées au sein du PCM 
(Andersen et al. 2003; Müller et al. 2010). Parmi ces protéines on retrouve des protéines 
structurales qui agissent comme une plateforme de recrutement des protéines effectrices des 
fonctions du centrosome ainsi que des kinases et des phosphatases qui jouent dans la 
régulation des fonctions du centrosome. Ces protéines sont organisées en toroïdes 
concentriques autour des centrioles.  
 
Figure 5 : Vues schématique et en microscopie électronique des centrioles.  
Vue schématique des centrioles (gauche). Au niveau de chaque triplet de tubules, le tubule A est le 
plus proche du centre, s’en suit le tubule B puis le tubule C qui est le plus externe. Le centriole père 
possède des appendices distaux et subdistaux qui lui permettent de recruter le PCM. Vue en 
microscopie électronique de centriole (droite). Issu de Bettencourt-Dias & Glover 2007. 
 
Dans les cellules non différentiées, l’organisation des microtubules à partir du centrosome est 
radiaire, avec les extrémités – des microtubules localisées au centrosome et les extrémités + 
pointant vers le reste de la cellule. Il existe également des centres d’organisation non 
centrosomaux dont la liste ne cesse de croitre. Des microtubules particulièrement stables sont 
également organisés à partir de de l’appareil de Golgi (Chabin-Brion et al. 2001). Il a été 
proposé que l’organisation des microtubules à partir du Golgi soit impliquée dans le 
positionnement de l’appareil de Golgi et dans la fusion des membranes au sein de l’appareil 










II.B. Réorganisation au cours de la différentiation 
 
Dans les myotubes, les microtubules sont organisés à partir de l’enveloppe nucléaire 
parallèlement à l’axe de contraction (Tassin et al. 1985; Fant et al. 2009) et jouent un rôle 
dans le transport de la myosine et l’assemblage des sarcomères (Pizon et al. 2005) et le 
positionnement des noyaux (Folker & Baylies 2013). 
Les microtubules sont également ancrés au niveau de la membrane plasmique apicale dans les 
cellules épithéliales polarisées et servent à diriger les vésicules de transport à la membrane 
apicale (Mogensen 1999). 
Certaines cellules développent également des structures de microtubules spécialisés comme 
les cils ou les flagelles (Figure 6). Ces structures forment une extension de microtubules 
entourée de membrane plasmique à la périphérie de la cellule. Le corps basal, un centriole 
modifié, constitue la base à partir de laquelle le cil est formé. Le corps du cil est appelé 
axonème et est constitué par 9 doublets de microtubules. Suivant le type de cil on retrouve ou 
pas une paire de microtubules centraux. Les microtubules centraux sont reliés aux doublets de 
microtubules par les pics radiaires. Dans les cils motiles, les doublets de microtubules sont 
reliés entre eux par des bras de dynéines. Il existe entre le corps basal et l’axonème une zone 
dite de transition constituée de 9 triplets de microtubules reliés à la membrane plasmique par 
des fibres de transition (Bettencourt-Dias & Glover 2007). Les flagelles partagent la même 
structure que les cils, la différence entre les deux structures vient essentiellement de leur 
taille. Lorsque les cellules ne se divisent plus, le centriole père mature et devient un corps 
basal qui migre à la membrane plasmique pour former un cil primaire. Le cil primaire sert de 
capteur de l’environnement et peux moduler des voies de signalisations. Certaines cellules 
forment également un cil motile.  
 
II.C. Réorganisation au cours du cycle 
 
Lors de la transition G2/M, les centrosomes maturent ce qui se traduit par une expansion du 
PCM permettant de considérablement augmenter sa capacité à former des microtubules. Cette 
expansion est régulée par des kinases connues telles que Plk1 et AuroraA. En mitose, le 
cytosquelette microtubulaire est totalement réorganisé et forme le fuseau mitotique (Figure 7). 
Le fuseau mitotique est principalement organisé à partir des deux centrosomes. Chaque 
centrosome étant à un pôle de la cellule, le fuseau mitotique est qualifié de bipolaire. 
Cependant, certains types cellulaires sont dépourvus de centrosomes et sont quand même 
capable de former des fuseaux mitotiques bipolaires (Gueth-Hallonet et al. 1993), les 
centrosomes ne sont donc pas les seuls centres organisateurs des microtubules en mitose. Au 
sein du fuseau mitotique, des microtubules sont également organisés à partir des microtubules 
préexistant permettant ainsi de densifier le fuseau mitotique (Mahoney et al. 2006; Brugués et 
al. 2012). Des microtubules sont également organisés à proximité de la chromatine et servent 
à capturer les kinétochores plus efficacement (Heald et al. 1996; Tulu et al. 2006). 
 
Figure 6 : Vues schématique et en microscopie électronique d’un flagelle.  
Les cils et les flagelles partagent la même organisation, la différence vient de la taille des structures. 
La base du flagelle est organisée par un centriole modifié : le corps basal. S’en suit une zone de 
transition elle-même suivie par l’axonème qui constitue le corps du flagelle. Des bras de dynéine 
situés dans l’axonème permettent le coulissement des microtubules les uns par rapport aux autres 
entrainant la courbure du flagelle elle-même essentielle pour la motilité. Certains cils ne sont pas 









Figure 7 : Le fuseau mitotique.  
Le fuseau mitotique est constitué de trois types de microtubules organisés en fuseau bipolaire. Les 
microtubules astraux permettent l’ancrage du fuseau à la membrane plasmique ainsi que son 
positionnement. Les microtubules interpolaires forment l’armature du fuseau mitotique. Les microtubules 
kinétochoriens s’attachent aux kinétochores et permettent la séparation des chromatides sœurs. 
Le fuseau mitotique est essentiel à la ségrégation des chromosomes. On peut distinguer 3 
types de microtubules au sein du fuseau mitotique (Figure 7). Les microtubules interpolaires 
qui relient les deux pôles entre eux et qui vont former l’armature du fuseau mitotique. Les 
microtubules astraux qui sont déterminant pour l’orientation et la symétrie du fuseau, en 
s’ancrant à la membrane plasmique ils permettent de stabiliser le fuseau mitotique. Les 
microtubules kinétochoriens se lient aux kinétochores et permettent ainsi aux microtubules 
d’exercer une force de traction sur les chromosomes afin de séparer les chromatides sœurs, 
chacune vers un pôle différent de la cellule (McIntosh et al. 2002).  
L’attachement correct des microtubules kinétochoriens est essentiel pour la progression en 
mitose. En effet il existe un point de contrôle du cycle appelé point de contrôle d’assemblage 
du fuseau ou SAC. Tant que tous les kinétochores ne sont pas liés aux microtubules et sous 
tension, le SAC reste activé et le cycle est alors arrêté. Lors de la cytokinèse, un anneau 
contractile d’actine se forme et vient « pincer » la cellule en son milieu. Le positionnement de 
cet anneau contractile d’actine est dépendant des microtubules du centre du fuseau qui 
s’assemblent en faisceaux. A la fin de la cytokinèse, lorsque la cellule est quasiment coupée 
en deux par l’anneau contractile d’actine, une structure appelée le « midbody » se forme. Le 
« midbody » contient les faisceaux de microtubules issus du fuseau central. Le clivage du 




II.D. Chez les autres Eucaryotes 
II.D.a. Chez les levures 
 
Chez les levures, l’équivalent fonctionnel du centrosome est le SPB (Spindle Pole Body). Le 
SPB est formé de trois plaques (interne, centrale et externe) incluses dans l’enveloppe 
nucléaire (Figure 8). La plaque interne est du côté du nucléoplasme, la plaque centrale est 
transmembranaire et la plaque externe fait face au cytoplasme. Le SPB est en capacité 
d’organiser les microtubules tant au sein du noyau, via sa plaque interne, qu’au sein du 
cytoplasme via sa plaque externe. Les microtubules cytoplasmiques sont responsables du 
positionnement du noyau et s’étendent dans tout le cytoplasme. Les microtubules nucléaires 
sont eux responsables de la formation du fuseau mitotique. Chez Saccharomyces cerevisiae le 
SPB est le seul centre organisateur des microtubules. En revanche, chez Schizosaccharomyces 
pombe il existe deux autres centres organisateurs, les eMTOC (equatorial MTOc) et les 
iMTOC (interphasic MTOC) (Sawin & Tran 2006). 
 
 
Figure 8 : Le Spindle Pole Body.  
Le SPB est constitué de trois plaques (externe, centrale et interne) à partir desquelles les microtubules 
sont organisés. La plaque externe organise les microtubules cytoplasmiques tandis que la plaque 









II.D.b. Chez les plantes 
 
Les plantes, en revanche, ne possèdent pas de centrosomes ou d’analogues fonctionnels, 
néanmoins, le réseau microtubulaire de ces cellules est hautement organisé. Dans ces 
organismes, les microtubules sont organisés à partir de l’enveloppe nucléaire (Stoppin et al. 
1994; Canaday et al. 2000), de la membrane plasmique (Chan et al. 2003) ainsi qu’à partir de 
microtubules préexistants (Murata et al. 2005; Fishel & Dixit 2013).  
 
 
Dans les chapitres précédents, je me suis focalisé sur les microtubules et le réseau 
microtubulaire. Dans les chapitres qui vont suivre, je vais m’intéresser à la question de la 
formation des microtubules.  
III. Nucléation des microtubules et complexes nucléateurs 
 
Dans des conditions in vitro, les microtubules se forment en plusieurs étapes 
thermodynamiquement défavorables impliquant l’assemblage de petites structures instables, il 
en résulte une phase de latence. Une fois qu’un oligomère de 7 (Voter & Erickson 1984), 12 
(Kuchnir Fygenson et al. 1995) ou 15 (Flyvbjerg et al. 1996) dimères est formé, l’ajout de 
nouveaux dimères de tubuline / est favorable énergétiquement, permettant une phase de 
croissance rapide des microtubules (Figure 9). In vivo, les cellules possèdent un complexe de 
nucléation permettant de s’affranchir de la phase de latence. Ce complexe sert de moule sur 
lequel des dimères de tubuline / se lient. La structure du complexe de nucléation est donc 
déterminante pour la géométrie des microtubules. 
 
Figure 9 : Mécanismes de nucléation des microtubules.  
La nucléation spontanée des microtubules est thermodynamiquement défavorable résultant en une 
phase de latence avant la phase de croissance rapide. In vivo les cellules possèdent un nucléateur qui 
sert de moule au microtubule, limitant ainsi les étapes thermodynamiquement défavorables. La 
présence d’un nucléateur permet à la cellule de s’affranchir de la phase de latence et permet ainsi une 
nucléation des microtubules bien plus rapide. Adapté de Kollman et al. 2011. 
III.A.  Les composants du complexe de nucléation des microtubules 





La tubuline  a été identifiée pour la première fois chez Aspergillus nidulans (Oakley & 
Oakley 1989) comme un suppresseur d’une mutation de la tubuline  lors d’un crible 




un membre de la superfamille des tubulines. Sa masse est d’environ 50kDa. Chez l’Homme, il 
existe deux isoformes de la tubuline  : TUBG1 qui est ubiquitaire et TUBG2 qui n’est 
exprimée que dans certains tissus comme le cerveau par exemple. La tubuline  est très 
conservées entre les espèces, la conservation de séquence entre l’Homme et Xenopus laevis 
ou Drosophila melanogaster est de 98% ou 78% respectivement. Il y a également une 
conservation fonctionnelle puisque le gène de la tubuline  humaine peut complémenter la 
délétion du gène de la tubuline  chez Schizosaccharomyces pombe (Horio & Oakley 1994). 
Tout comme la tubuline et la tubuline , la tubuline  possède la capacité de se lier au GTP 
ou au GDP. Tant la forme GTP que la forme GDP de la tubuline  peuvent former le 
complexe de nucléation des microtubules mais seule la forme liée au GTP nuclée les 
microtubules (Gombos et al. 2013). Présente en très faibles quantités dans la cellule, la 
tubuline  est principalement localisée à l’extrémité - des microtubules où elle interagit 
longitudinalement avec la tubuline . La tubuline  est associée à d’autres protéines appelées 
GCP (Gamma Complex Proteins) avec lesquelles elle forme un complexe.  
III.A.b. La famille des GCPs 
 
La famille des GCPs est composée de 5 membres : GCP2, 3, 4, 5, 6 et bien qu’elles forment 
une famille, la conservation de séquence entre les GCPs n’est que de 20-30%. La définition 
initiale des GCPs était fonctionnelle et caractérisait toutes les protéines interagissant avec la 
tubuline  Mais suite à l’identification de deux domaines GRIP (Gamma RIng Protein) 
conservés (31-44% d’identité) entre toutes les GCPs nous avons révisé cette définition. 
Désormais la famille des GCPs est caractérisée par la présence de ces domaines GRIP. Le 
GRIP 1 est localisé dans la partie amino-terminale des GCPs et le GRIP 2 est situé dans la 
partie carboxy-terminale (Gunawardane et al. 2000; Murphy et al. 2001; Guillet et al. 2011) 
(Figure 10).  
La taille des GCPs varie grandement (de 76kDa pour GCP4,  103kDa pour GCP2, 104kDa 
pour GCP3, 118kDa pour GCP5 et 210kDa pour GCP6), en effet en plus des domaines GRIP 
les GCPs possèdent des insertions plus ou moins importantes (Figure 10). La conservation des 
GCPs est aussi importante inter espèce, en effet, GCP2 et GCP3 humaines peuvent compenser 
le phénotype observé suite à la perte des GCP2 et GCP3 endogènes chez la levure à fission 
Schizosaccharomyces pombe (Riehlman et al. 2013) (table1). En revanche les complexes de 
nucléation montrent une forte spécificité pour les dimères de tubuline / de leur espèce. In 
vitro les complexes de nucléation de levure bourgeonnante Saccharomyces cerevisiae 
nucléent les microtubules 300 fois plus efficacement avec des dimères de tubuline / de leur 
espèce qu’avec des dimères de tubuline /de mammifères (Kollman et al. 2015). 
 
Table 1 : Conservation des GCPs.  




 Figure 10 : Alignement schématique des structures primaires des cinq GCPs.  
Les motifs grip sont en gris, les domaines N-terminaux en bleu avec les régions spécifiques en 
bleu clair, les domaines C-terminaux sont en rouge. La limite entre le domaine N-terminal et le 
domaine C-terminal correspond à la jonction entre les hélices 11 et12 de GCP4. 
Il existe des composants périphériques associés au complexe qui ne sont pas essentiels pour sa 
structure mais qui sont indispensables à sa fonction et à son recrutement sur lesquels je 
reviendrai ultérieurement. Certains appellent également ces protéines GCP bien qu’elles ne 






III.B. TuSC versus TuRC 
 
La purification de la tubuline  à partir d’embryons de Drosophila melanogaster ou d’extrait 
d’œuf de Xenopus laevis a permis de mettre en évidence un complexe d’une taille de 2,2MDa 
qui sédimente à environ 32S en gradient de sucrose (Moritz et al. 2000). Ce complexe 
contient la tubuline , GCP2, 3, 4, 5, 6 et est appelé le « TuRC pour gamma Tubuline Ring 
Complex ». Les premières images de microscopie électronique à basse résolution du TuRC 
obtenues à partir de complexe de Drosophila melanogaster révélaient un complexe en forme 
d’anneau ouvert composé par une répétition de sous unités avec un diamètre et un pas d’hélice 
similaire à celui des microtubules, d’où son nom (Moritz et al. 2000) (Figure 11). Des études 
in vitro ont montré que le TuRC possède la capacité de nucléer des microtubules à des 
concentrations en tubuline / bien inférieures à la concentration critique (Zheng et al. 1995). 
D’autres études de microscopies électroniques in vitro ont permis de montrer que le TuRC 
liait l’extrémité - des microtubules et les stabilisait (Keating & Borisy 2000; Moritz et al. 





Figure 11 : Premières données structurales du TuRC.  
Observation en microcopie électronique du TuRC de Drosophila melanogaster (haut). Le TuRC est 
également retrouvé à l’extrémité – des microtubules (bas droite, flèches). Le TuRC est constitué 
d’une répétition de sous complexes en pointillés sur l’image : les TuSCs et des GCP4, 5 et 6. Dans 
certaines conditions de salinité, le TuRC peut être défait en TuSCs (droite). Adapté de Moritz et al. 
2000. 
Toutes les GCPs sont essentielles à la formation du complexe de nucléation des microtubules 
puisque la déplétion de n’importe laquelle d’entre elle entraine la perte du complexe (Vérollet 
et al. 2006; Xiong & Oakley 2009; Bahtz et al. 2012) (Figure 12). La stœchiométrie du 
complexe a également été étudiée. Le complexe ne contient qu’une seule GCP5 et plusieurs 
GCP4 (Murphy et al. 2001). Le TuRC contiendrait 14 tubulines , 6 à 7 copies de GCP2 et 
GCP3 chacune, et uniquement 1 copie de GCP5, 0,5 copie de GCP6 et 1 à 3 copies de GCP4 
(Choi et al. 2010; Erlemann et al. 2012). Cependant ces résultats sont à titre indicatif car ils 
sont basés sur une quantification de gels SDS PAGE après purification du complexe mais 
indiquent tout de même que GCP2, GCP3 et la tubuline  sont les composants majoritaires du 
TuRC. D’autant plus que la valeur de 0,5 GCP6 par TuRC est étonnante, il semble difficile 
d’imaginer que certains TuRC ne possèdent pas de GCP6 compte tenu du fait que GCP6 est 
essentielle à la formation du complexe. 
 
 
Figure 12 : Toutes les GCPs sont essentielles à la formation du TuRC.  
En condition contrôle, après gradient de sucrose, les complexes de tubuline  peuvent être visualisés 
par Western Blot contre la tubuline . Le TuRC sédimente dans les fractions de haute densité tandis 
que le TuSC sédimente dans les fractions de faible densité. Après RNAi de GCP2 ou GCP3, le 
TuRC et leTuSC sont perdus. Après RNAi contre GCP4, 5 ou 6, le TuRC est perdu mais il reste 
des TuSC. 
 
Dans des conditions de forte salinité, le TuRC se dissocie en complexes d’une taille 
avoisinant les 300kDa qui sédimentent entre 10S et 15S en gradient de sucrose contenant de la 







al. 1999). In vitro, les TuSCs possèdent une faible capacité de nucléation des microtubules 
(Vinh et al. 2002; Oegema et al. 1999; Gunawardane et al. 2000). 
Saccharomyces cerevisiae et les levures bourgeonnantes ne possèdent pas les GCPs 4, 5,6 
mais sont capables de nucléer les microtubules suggérant que les TuSCs constituent la 
machinerie de base pour la nucléation des microtubules. Bien que l’activité de nucléation des 
TuSCs in vitro soit nettement inférieure à celle du TuRC, ces levures sont parfaitement 
capables de nucléer et d’organiser les microtubules. 
 
III.C.  Les rôles des complexes de tubuline 
 
En interphase, la tubuline  est essentiellement observée au niveau du centrosome. Lors de la 
mitose le recrutement de la tubuline  aux pôles est fortement augmenté et on retrouve 
également de la tubuline le long des microtubules du fuseau mitotique (Debec et al. 1995; 
Khodjakov & Rieder 1999). Récemment, un inhibiteur spécifique de la tubuline  a été 
synthétisé. Le traitement de cellules par cet inhibiteur résulte en un retard dans la nucléation 
des microtubules au centrosome, perturbant la formation du fuseau mitotique. La dynamique 
des microtubules en interphase est également diminuée (Chinen et al. 2015). 
La déplétion des protéines du TuSC n’entraine pas une totale absence, mais un retard, de 
nucléation des microtubules lors d’expérience de renucléation. Même en absence de TuRC, il 
y a formation de microtubules, bien que celle-ci soit nettement moins efficace. Pour cause, 
certaines MAPs régulent indirectement la nucléation des microtubules en influençant la 
stabilisation des extrémités + néoformées. (Wieczorek et al. 2015). MCAK et EB1 inhibent la 
nucléation des microtubules en déstabilisant les microtubules naissants tandis que TPX2 et 
ch-TOG stabilisent les extrémités + des nouveaux microtubules favorisant ainsi la nucléation. 
 
III.C.a. Sur l’organisation des microtubules 
 
Les effets observés suite à la perte des protéines du TuSC en interphase varient suivant les 
espèces mais de manière générale, un délai dans la nucléation des microtubules est observé. 
Chez Aspergillus nidulans une forte baisse du nombre de microtubules cytoplasmiques est 




TuSC retarde la renucléation des microtubules interphasiques après traitement au froid ou au 
nocodazole (Tassin et al. 1998). Dans les cellules de plantes interphasiques, le TuRC est 
également impliqué dans la nucléation des microtubules le long de microtubules préexistants 
à la membrane plasmique (Nakamura et al. 2010).  
En mitose, la perte des composants du TuSC se traduit par des défauts d’organisation du 
fuseau mitotique allant de fuseaux monopolaires à des fuseaux non focalisés ayant pour 
conséquence une mauvaise ségrégation des chromosomes et un blocage mitotique (Figure 13) 
(Horio et al. 1991; Martín et al. 2000; Paluh et al. 2000; Raynaud-Messina et al. 2004; Sobel 
& Snyder 1995; Spang et al. 1996; Strome et al. 2001; Sunkel et al. 1995). Une étude a 
montré que des embryons de Caenorhabditis elegans déplétés de tubuline , soit par mutation 
soit par RNAi, ne sont pas capables d’organiser des microtubules à partir du centrosome en 
interphase. Un fort délai dans la renucléation des microtubules est également observé après 
traitement au froid. Dans des embryons de Caenorhabditis elegans, suite à la perte de la 
tubuline et après l’entré en mitose, des asters se forment à partir de centrosomes non séparés 
mais le nombre de microtubules nucléés à partir des centrosomes est de 40% comparé au 
contrôle (Hannak et al. 2002).  
Les mécanismes conduisant à la formation de fuseaux monopolaires après perte de la tubuline 
 ne sont pas totalement élucidés mais des hypothèses peuvent cependant être formulées. Une 
diminution de la nucléation des microtubules pourrait conduire à la formation de fuseaux 
mitotiques ne pouvant pas résister aux tensions auxquelles il est exposé durant la séparation 
des centrioles. Ces défauts pourraient également venir d’une absence de duplication des 
centrioles. Le TuRC est également impliqué dans la duplication des centrioles puisqu’en 
mitose, après déplétion ou délocalisation du centrosome de la tubuline , un pourcentage élevé 
de cellules présente un seul centriole par pôle au lieu de deux (Haren et al. 2006). Ce rôle est 
probablement lié à l’activité de nucléation, en effet, une structure à la base du microtubule A 
ressemblant fortement au TuRC a été observée en microcopie électronique (Guichard et al. 
2010).  
III.C.b. Sur la dynamique des microtubules 
 
Outre ses rôles dans la nucléation des microtubules, le TuRC est également impliqué dans la 




Chez Schizosaccharomyces pombe, le TuRC régule la dynamique de l’extrémité + des 
microtubules, la mutation des protéines du complexe entraine un allongement des 
microtubules cytoplasmiques (Nakamura et al. 2012; Marschall et al. 1996; Paluh et al. 2000; 
Sobel & Snyder 1995; Spang et al. 1996; Vardy & Toda 2000). Des études chez Drosophila 
melanogaster ont montré que la perte du complexe ou de sa localisation le long des 
microtubules entraine une augmentation de la dynamique des extrémités + qui se traduit par 
une augmentation de la fréquence de catastrophe (Bouissou et al. 2009). Le TuRC est aussi 
impliqué dans la stabilisation des microtubules astraux de manière antagoniste à EB1. La 
perte du complexe se traduit par des comètes de EB1 aux extrémités + des microtubules plus 
étalées et moins intenses, ce qui a pour résultat une déstabilisation des microtubules astraux 
entrainant une mauvaise orientation du fuseau mitotique (Bouissou et al. 2014). Un rôle anti 
catastrophe du TuRC indépendant de son activité de nucléation des microtubules a également 
été mis en évidence. En interphase, le TuRC est recruté le long des microtubules et marque 
un point à partir duquel les microtubules ne se dépolymérisent plus lors d’évènements de 
catastrophe (Bouissou et al. 2009).  
III.C.c. Au niveau de l’organisme 
 
Les phénotypes observés au niveau cellulaire ont un impact au niveau de l’organisme, puisque 
la tubuline , GCP2 et GCP3 sont essentielles à la viabilité. Leur perte de fonction est létale 
chez les Fungi, Drosophila melanogaster et les mammifères (Horio et al. 1991; Sobel & 
Snyder 1995; Sunkel et al. 1995; Yuba-Kubo et al. 2005; Barbosa et al. 2000; Barbosa et al. 
2003; Colombié et al. 2006; Geissler et al. 1996; Knop & Schiebel 1997; Vardy & Toda 2000; 
Venkatram et al. 2004). 
Chez l’Homme, de plus en plus de données indiquent l’association de la tubuline  avec des 
suppresseurs de tumeur bien que peu de choses soient connues. Une interaction avec Rad51 a 
été décrite dans le noyau suite à des dommages à l’ADN (Lesca et al. 2005). La tubuline  co-
immunoprécipite avec ATR, BRCA1 et C53(Zhang et al. 2007; Hubert et al. 2011; Hořejší et 
al. 2012). L’expression de la tubuline  est altérée dans plusieurs variétés de cancers (Maounis 
et al. 2012; Dementyeva et al. 2013; Niu et al. 2009; Cho et al. 2010; Katsetos et al. 2006; 
Caracciolo et al. 2010).Une étude de crible a identifié GCP2 comme une protéine dont la 
déplétion par siRNA sensibilise une lignée de cellules de cancer du poumon non à petite 




microcéphalie, rétinopathie et des mutations des composants du TuRC (Scheidecker et al. 
2015; Poirier et al. 2013; Puffenberger et al. 2012).  
 
III.D.  Rôles des GCP4, 5, 6.  
 
Les GCPs 4, 5,6 sont essentielles pour la formation du TuRC puisque leur déplétion entraine 
une perte du complexe qui peut être visualisée en gradient de sucrose (Figure 12).  
Chez Schizosaccharomyces pombe, les mutants de GCP4 et GCP5 sont viables mais 
présentent des défauts de la polarité cellulaire et d’orientation du fuseau mais aucun effet sur 
l’organisation globale du fuseau mitotique n’est observé  (Venkatram et al. 2004; Anders et 
al. 2006). Les mutants de GCP6 sont également viables mais présentent une sensibilité accrue 
aux drogues déstabilisant les microtubules (Fujita et al. 2002).  La perte de GCP6 a également 
des conséquences sur la localisation du TuSC. Bien qu’ils soient toujours présents au SPB, 
leur recrutement est diminué et le fuseau mitotique est moitié moins dense comparé à la 
souche sauvage (Masuda & Toda 2016). Chez Aspergillus nidulans, les mutants de GCP4, 5 
ou 6 sont viables mais présentent une fréquence plus importante de mauvaise ségrégation des 
chromosomes (Xiong & Oakley 2009). Chez les levures, le TuRC n’est donc pas essentiel, 
les TuSCs sont donc suffisant pour assurer la viabilité. 
Des expériences chez Schizosaccharomyces pombe (Anders et al. 2006) et Aspergillus 
nidulans (Xiong & Oakley 2009) ont mis en évidence les relations de co-dépendance entre 
GCP4, 5 et 6 pour leur recrutement au centrosome. GCP6 ne requiert ni GCP4 ni GCP5 pour 
son recrutement au centrosome ou son interaction avec le TuSC. Le recrutement de GCP4 au 
centrosome et son interaction avec le TuSC dépend de GCP6 mais pas de GCP5. Enfin le 
recrutement de GCP5 au centrosome ainsi que son interaction avec le TuSC requiert la 
présence de GCP4 et GCP6. En revanche, GCP4 et GCP5 peuvent co-immunoprécipiter 
ensemble même en l’absence de GCP6.  
Chez Drosophila melanogaster la déplétion de GCP4, 5 ou 6 n’affecte pas la localisation du 
TuSC aux centrosomes mitotiques, en revanche leur localisation le long des microtubules du 
fuseau est perdue. Dans ces cellules, les fuseaux mitotiques sont majoritairement bipolaires 
mais sont plus allongés (Vérollet et al. 2006). Les mutants de GCP4, 5 ou 6 sont viables mais 




2006; Vogt et al. 2006; Schnorrer et al. 2002). Le rôle des TuRCs dans cet organisme semble 
donc limité. 
Dans les cellules de mammifères, la déplétion de GCP4, 5 ou 6 entraine des phénotypes plus 
ou moins important. La perte de GCP4, GCP5 ou GCP6 se traduit essentiellement par une 
perte du recrutement de la tubuline  au fuseau mitotique et aux pôles ainsi que des fuseaux 
monopolaires (Bahtz et al. 2012). Cependant la proportion de fuseaux monopolaires après la 
perte de GCP4 ou GCP5 est moins importante qu’après la perte de GCP6 (Figure 13). GCP6 a 
également été identifiée comme un substrat de Plk4, la majorité des sites de phosphorylation 
se situent au niveau des séquences répétées présentes dans l’insertion centrale (Bahtz et al. 
2012) (Figure 13). D’autres sites de phosphorylation par Plk4 ont également été identifiés au 
niveau du GRIP1 et du GRIP2. La phosphorylation de GCP6 par Plk4 n’est pas nécessaire 
pour la formation du TuRC, mais est nécessaire à la duplication des centrioles (Bahtz et al. 
2012). Dans les cellules de mammifères, GCP4, 5 et 6 sont donc essentielles pour 
l’établissement d’un fuseau mitotique fonctionnel. 
Deux modes d’assemblage des complexes de tubuline  peuvent être imaginés. Le premier 
consiste à un assemblage de plusieurs TuSC en une structure d’ordre supérieure grâce à 
d’autres protéines déjà présentes aux centres de nucléation, ces protéines serviraient en 
quelques sortes de moule au moule (mode des TuSCs). L’autre mode d’assemblage consiste 
en l’assemblage dans le cytoplasme du TuRC qui serait ensuite recruté aux centres de 
nucléation des microtubules. Le mode des TuSCs serait le seul chez Saccharomyces 
cerevisiae expliquant ainsi la nucléation des microtubules bien que GCP4, 5 et 6 soient 
absents. Chez les organismes tels que Schizosaccharomyces pombe et Drosophila 
melanogaster, les deux modes coexisteraient, mais le premier mode serait prévalant et 
assurerait la nucléation des microtubules au SPB et au centrosome tandis que le mode du 
TuRC serait responsable de la nucléation des microtubules aux autres MTOCs expliquant 
ainsi la faiblesse des phénotypes observés après perte des GCP4, 5 ou 6 dans ces organismes. 
Chez les mammifères, ce serait le mode du TuRC qui serait dominant, le mode des TuSCs, 
s’il existe, ne serait que minoritaire, ce qui explique le rôle essentiel du TuRC chez les 




   
Figure 13 : Effets de la déplétion des GCPs sur le fuseau mitotique.  
Les fuseaux mitotiques sont visualisés par immunofluorescence contre la tubuline  (vert), la chromatine est 
visualisée par coloration au DAPI (bleu), la tubuline  est visualisée par immunofluorescence (rouge). La 
déplétion des GCPs entraine la formation de fuseaux mitotiques monopolaires ainsi que la perte du 
recrutement de la tubuline  au fuseau. Après RNAi GCP4, la proportion de fuseaux monopolaires est 






Figure 14 : Modes de recrutement et d’activation des complexes de tubuline .  
A gauche l’assemblage à partir de TuSCs dont l’oligomérisation est induite par des récepteurs du 
TuSC présents aux sites de recrutement des complexes. A droite, les TuRCs sont formées dans le 
cytoplasme mais sont inactifs. Les TuRCs inactifs sont recrutés et activés aux sites de nucléation des 







III.E.  Recrutement et activation du TuRC aux sites de nucléation des 
microtubules 
 
La majorité du pool de complexes de tubuline  est présent sous forme soluble dans le 
cytoplasme et ne possède pas d’activité de nucléation des microtubules. Il existe donc des 
mécanismes de recrutement et d’activation des complexes aux centres de nucléation des 
microtubules. Suivant les organismes et les centres de nucléation, des protéines différentes 
sont impliquées mais dans tout les cas, le recrutement et l’activation des complexes de 
tubuline  sont des mécanismes régulés.  
 
III.E.a. Chez les levures 
 
Chez les levures (Schizosaccharomyces pombe et Saccharomyces cerevisiae) des protéines 
interagissent avec les TuSCs et jouent un rôle déterminant dans leur recrutement et leur 
activation aux centres de nucléation des microtubules.  
La protéine la plus étudiée et la mieux décrite est sans doute Spc110 (Saccharomyces 
cerevisiae, Pcp1 chez Schizosaccharomyces pombe) dont les orthologues chez l’Homme sont 
la péricentrine et AKAP450. Spc110 contient les motifs conservés CM1, SPM et PACT et 
réside au SPB. Le motif CM1 (Centrosomin Motif 1) permet son interaction avec le TuSC. 
Le motif SPM (Spc110-Pcp1 Motif) n’est présent que parmi les interactants du TuRC qui 
partagent des homologies fonctionnelles et structurales avec la péricentrine. Le motif PACT 
(Pericentrin and AKAP450 Centrosomal Targeting) permet sa localisation au SPB. Spc110 est 
un facteur de recrutement et d’activation des TuSCs au SPB. Via son domaine coiled-coil 
central Spc110 dimérise, ce sont ces dimères de Spc110 qui vont ensuite interagir avec le 
TuSC (Knop & Schiebel 1997). C’est via son domaine amino-terminal qui contient le motif 
CM1 que Spc110 interagit avec GCP3 (Knop & Schiebel 1997; Nguyen et al. 1998) et recrute 
les TuSCs à la plaque interne du SPB avec une stœchiométrie de un TuSC pour un dimère 
de Spc110 (Lyon et al. 2016). Spc110 est phosphorylée de manière cycle-dépendante, sa 
phosphorylation régule l’assemblage des TuSC en structure d’ordre supérieur compétentes 
pour la nucléation des microtubules (Lin et al. 2014; Lyon et al. 2016). L’importance de ces 




controverse. La régulation de Spc110 permet donc de restreindre la nucléation des 
microtubules au SPB et de contrôler la nucléation des microtubules. 
Spc72 (Saccharomyces cerevisiae) et Mto1 (Schizosaccharomyces pombe) sont des 
orthologues de la myomegaline et de CDK5RAP2 et possèdent un motif CM1 et un motif 
MASC (Mto1 And Spc72 C terminus) qui est responsable de leur ancrage au SPB (Lin et al. 
2014). Spc72 et Mto1 interagissent avec les TuSCs via leur domaine N-terminal (Knop & 
Schiebel 1998). Spc72 et Mto1 sont des facteurs de recrutement du TuSC à la face 
cytoplasmique du SPB essentiels pour la formation des microtubules astraux en mitose. Chez 
Schizosaccharomyces pombe, Mto1 et Mto2 peuvent former un dimère qui interagit avec le 
TuSC dans le cytoplasme et sont essentiels pour la nucléation indépendante du SPB. Mto2 
est en revanche dispensable pour la nucléation des microtubules par le SPB à sa face 
cytoplasmique. La multimérisation des complexes Mto1/2 permet l’oligomérisation des 
TuSC et leur activation  (Lynch et al. 2014).  
Ces protéines forment donc une sorte de « moule » pour l’assemblage des TuSCs en 
structures compétentes pour la nucléation des microtubules. In vivo, de par leur faible capacité 
à interagir entre eux, l’auto assemblage des TuSC en structure d’ordre supérieur n’est pas 
possible (Lyon et al. 2016). Dans ces organismes, le recrutement des TuSCs et l’activation 
de la nucléation des microtubules sont donc fortement imbriqués. 
III.E.b. Les protéines associées au TuRC 
 
La structure cœur du TuRC est constituée de la tubuline  et des GCP2-6 à laquelle certains 
facteurs périphériques sont associés. Bien que dispensable pour la formation du complexe, ces 
facteurs périphériques sont toujours retrouvés associés au TuRC et sont essentiels pour sa 
fonction et son recrutement aux différents sites de nucléation des microtubules.  
 
C’est le cas de NEDD1 (aussi appelé GCP-WD ou GCP7) (neural precursor cell expressed, 
developmentally downregulated 1) qui est essentiel pour la localisation centrosomale et non 
centrosomale du TuRC (Haren et al. 2006; Lüders et al. 2006). L’interaction entre le TuRC 
et NEDD1 est médiée par le domaine C-terminal de NEDD1 (Haren et al. 2006; Manning & 
Kumar 2010). La phosphorylation de NEDD1 par Plk1 en mitose est requise pour son 




MOZART 1 (ou GCP9) a été initialement découverte chez Arabidopsis thaliana comme une 
protéine interagissant avec GCP3 (Janski et al. 2008). Elle a été également identifiée comme 
associée au TuRC en mitose (Hutchins et al. 2010). L’interaction de MOZART 1 avec le 
TuRC se fait via son interaction avec le domaine N-terminal de GCP3 (Janski et al. 2012; 
Dhani et al. 2013). MOZART 1 est présent chez la plupart des eucaryotes et est impliquée 
dans le recrutement du complexe à la plupart des MTOC. Une étude récente chez 
Schizosaccharomyces pombe a montré que MOZART1 et GCP6 agissent de manière 
synergique dans le recrutement de la tubuline  au SPB mitotique et dans l’établissement du 
fuseau mitotique (Masuda & Toda 2016). 
MOZART 2A et MOZART 2B (ou GCP8A/B) sont de petites protéines faisant partie 
intégrante du TuRC en mitose et en interphase (Hutchins et al. 2010; Teixido-Travesa et al. 
2010) présentes uniquement chez les deuterostomiens et chez quelques plantes. MOZART 2A 
et 2B ne sont pas essentielles à la formation duTuRC. Elles sont en revanche essentielles au 
recrutement du complexe en interphase aux MTOCs mais ne semblent jouer aucun rôle en 
mitose (Teixido-Travesa et al. 2010). L’action de MOZART 2A et 2B se fait en aval de 
NEDD1 (Teixido-Travesa et al. 2010).  
III.E.c. Facteurs régulateurs de l’activité de nucléation 
 
Il existe également des protéines qui jouent un rôle dans l’activation de l’activité de 
nucléation des microtubules du TuRC.  
CDK5RAP2 (centrosomine chez Drosophila melanogaster) a également été caractérisé 
comme activateur du TuRC. In vitro CDK5RAP2 augmente l’activité de nucléation des 
microtubules d’un facteur d’environ 7, cette fonction est localisée dans un sous domaine 
CM1. Ce domaine est conservé dans la centrosomine (Drosophila melanogaster), Pcp1 et 
Mto1 (Schizosaccharomyces pombe) (Choi et al. 2010). De manière intéressante, CDK5RAP2 
interagit aussi avec EB1 et régule la dynamique des extrémités + des microtubules (Fong et al. 
2010). CDK5RAP2 possède dans son domaine N-terminal un motif CM1 et un motif CM2 
(Centrosomin Motif 2) au niveau de sa région C-terminale qui est responsable de sa 
localisation cellulaire.  
NME7 (nucleoside-diphosphate kinase family member 7) est localisée à la plupart des sites de 
nucléation des MT en interphase ainsi qu’au centrosome et au fuseau en mitose (Hutchins et 




TuRC ni de CDK5RAP2. En revanche, in vitro NME7 augmente l’activité de nucléation du 
TuRC par 2,5 dépendamment de son activité kinase (Liu et al. 2014). 
III.E.d. Le recrutement du TuRC au centrosome 
 
Les microtubules sont principalement nucléés au centrosome, tant en interphase qu’en mitose. 
Au début de la mitose, une quantité importante de complexe de nucléation des microtubules 
est recruté au PCM où a lieu une activité intense de nucléation des microtubules. 
Le recrutement du TuRC au centrosome dépend de son interaction avec NEDD1 dont le 
domaine N-terminal permet son recrutement au centrosome (Haren et al. 2006). La 
dépendance à NEDD1 pour le recrutement centrosomal du TuRC varie suivant les espèces. 
Chez l’homme NEDD1 est requis pour la localisation du TuRC au centrosome. En revanche 
chez Drosophila melanogaster et Xenopus laevis, NEDD1 n’est pas indispensable pour le 
recrutement du TuRC au centrosome. Le recrutement au centrosome de NEDD1 en mitose 
dépend de l’activité de Plk1 (Haren et al. 2009). Pour que le TuRC soit recruté au 
centrosome, NEDD1 doit être phosphorylé par Plk1 et Nek9. La phosphorylation de NEDD1 
par Nek9 est elle-même dépendante de la phosphorylation de Nek9 par Plk1 (Sdelci et al. 
2012). Pour être phosphorylé par Plk1, NEDD1 (Zhang et al. 2009) et Nek9 (Bertran et al. 
2011) doivent au préalable être phosphorylées par Cdk1. 
La péricentrine et AKAP450 (aussi appelé CG-NAP ou AKAP9) interagissent également avec 
le TuRC via un domaine N-terminal qui lie directement GCP2 et GCP3 (Fujita et al. 2002; 
Zimmerman et al. 2004). Leur domaine C-terminal contient un domaine PACT qui permet 
leur adressage au centrosome en mitose (Gillingham & Munro 2000). Ces protéines ne jouent 
aucun rôle crucial au niveau du centrosome en interphase. Ces protéines sont également 
responsables de la localisation centrosomale de CDK5RAP2 et de la myomégaline. 
La Nineine et la Nlp (ninein-like protein) sont également impliquées dans le recrutement du 
TuRC au centrosome en interphase. La Nlp localise au centrosome en interphase puis, suite à 
sa phosphorylation par Plk1 à l’entrée en mitose elle est délocalisée du centrosome (Casenghi 
et al. 2003).  
 
 
III.E.e. La nucléation des microtubules au fuseau mitotique 
 
En mitose, le TuRC est également recruté le long des microtubules du fuseau mitotique 
(Lajoie-Mazenc et al. 1994; Raynaud-Messina et al. 2001; Raynaud-Messina et al. 2004).  
Des microtubules sont alors nucléés à partir de microtubules préexistants avec un angle faible 
permettant ainsi de conserver la même polarisation (extrémité – vers le centrosome) dans tout 
le fuseau (Murata et al. 2005). Cette formation de microtubules à partir de microtubules 
préexistants est essentielle dans le maintien de la structure et de la fonction du fuseau 
mitotique. Le recrutement du TuRC au fuseau mitotique nécessite son interaction avec 
NEDD1 et le complexe Augmine qui interagissent ensemble dans le cytoplasme (Goshima et 
al. 2008; Uehara et al. 2009). Suite à la phosphorylation de NEDD1 par Cdk1, Plk1 interagit 
avec le NEDD1 permettant ainsi à Plk1 de phosphoryler à la fois NEDD1 et la sous unité 
HAUS8 du complexe Augmine associé à NEDD1. La phosphorylation de Hice1 par Plk1 est 
nécessaire au bon recrutement du complexe NEDD1-Augmine le long des microtubules 
(Johmura et al. 2011) et donc à la localisation du TuRC au fuseau mitotique (Figure 15). Les 
extrémités - des microtubules ainsi formés le long des microtubules du fuseau mitotique sont 
ensuite déplacées vers les pôles du fuseau entrainant ainsi une accumulation de l’extrémité – 
des microtubules à proximité des pôles du fuseau, ce mécanisme implique les dynéines 
KIFC1 et KIF11 (Lecland & Lüders 2014; Sánchez-Huertas & Lüders 2015).  
 
 
 Figure 15 : Recrutement du TuRC le long des microtubules du fuseau mitotique.  
Le recrutement du TuRC au fuseau mitotique dépend de NEDD1 et du complexe Augmine. 
 
III.E.f. La nucléation à proximité de la chromatine 
 
Toujours en mitose, des microtubules sont également nucléés à proximité de la chromatine et 




GTPase RAN sous sa forme active liée au GTP. RAN-GTP va permettre le relargage par les 
importines de facteurs d’assemblage du fuseau (SAFs) tels que TPX2 (Gruss and Vernos 
2004). Suite à son relargage, TPX2 interagit avec un complexe contenant RHAMM (Receptor 
for Hyaluronan Mediated Motility), NEDD1 et le TuRC déclenchant ainsi la nucléation des 
microtubules à proximité de la chromatine. La phosphorylation de NEDD1 par AuroraA, elle-
même activée par TPX2 régule positivement la nucléation des microtubules à proximité de la 
chromatine (Pinyol et al. 2013; Scrofani et al. 2015) (Figure 16). 
En parallèle de la voie RANGTP, le complexe CPC (Chromosome Passenger Complex) 
(Maresca et al. 2009) et le complexe des nucléoporines Nup107-160 (Mishra et al. 2010) 
contribuent à l’activation de la nucléation des microtubules aux kinétochores. 
 
   
Figure 16 : Activation de la nucléation des microtubules à proximité de la 
chromatine.  
Un gradient RanGTP s’établit à proximité de la chromatine et permet le relargage de facteurs 
d’assemblage du fuseau par les importines qui vont activer les complexes de nucléation des 
microtubules.  
 





Des microtubules sont également nucléés au niveau de l’appareil de Golgi mais l’importance 
de la nucléation au Golgi varie suivant les types cellulaires. Des protéines du PCM sont 
retrouvées au cis Golgi dont CDK5RAP2 (Wang et al. 2010) et la myomégaline (Roubin et al. 




AKAP450 (Rivero et al. 2009). La protéine du cis Golgi GMAP-210 est également impliquée 
dans le recrutement du TuRC à l’appareil de Golgi (Ríos et al. 2004). 
 
III.E.h. Le recrutement du TuRC à l’enveloppe nucléaire 
 
Plusieurs types de cellules nucléent des microtubules au niveau de l’enveloppe nucléaire mais 
les mécanismes de nucléation des microtubules à l’enveloppe nucléaire sont peu connus. C’est 
dans les cellules musculaires que ce mécanisme a été le plus étudié. Suite à la différenciation 
en myotubes, la Ninéine, la péricentrine et le TuRC sont relocalisés à l’enveloppe nucléaire 
(Bugnard et al. 2005).  
III.E.i. Autres facteurs 
 
D’autres facteurs ont été identifiés comme interagissant avec le TuRC ou le TuSC mais peu 
de données sont disponibles. C’est le cas pour LGALS3BP (Fogeron et al. 2013), TACC3 
(Singh et al. 2014), BRCA1 (Sankaran et al. 2007) , GSK-3Izumi et al. 2008), CK1 (Peng 
et al. 2015) et certaines kératines (Oriolo et al. 2007). 
 
La localisation et l’activation du TuRC sont donc couplées et régulées temporellement et 
spatialement par toute une variété de protéines. La question de l’homogénéité des complexes 
dans la cellule se pose donc naturellement : est-ce que tous les TuRCs présents dans la 
cellule sont associés aux mêmes protéines ? Conceptuellement, l’existence de différents 
complexes (TuRC et protéines associées) suivant leur localisation et leur état d’activation 
semble logique. Des données abondent dans ce sens et indiquent NEDD1 et CDK5RAP2 sont 
exclusifs pour le TuRC dans certains typess cellulaires (Choi et al. 2010; Muroyama et al. 
2016). Il existe donc deux pools de TuRC, l’un associé à CDK5RAP2 et l’autre associé à 
NEDD1. Les TuRCs associés à CDK5RAP2 sont totalement actifs pour la nucléation des 
microtubules tandis que ceux associés à NEDD1 jouent un rôle essentiel dans l’ancrage des 
microtubules (Muroyama et al. 2016). Il a été montré que dans les kératinocytes en 
prolifération, les deux types de TuRCs sont retrouvés au centrosome. Lors de différentiation, 




centre organisateur des microtubules, en revanche ces centrosomes conservent leur activité de 
nucléation des microtubules (Muroyama et al. 2016). 
 Domaines Localisation  
NEDD1 Tous les MTOC 
MOZART1 Tous les MTOC 
MOZART2A/B Tous les MTOC 
Protéines associées au TuRC 
AKAP450 PACT centrosome mitotique et Golgi 
Péricentrine PACT centrosome mitotique et enveloppe nucléaire 
Nineine  centrosome interphasique et enveloppe nucléaire 
Nlp centrosome interphasique  
complexe Augmine fuceau mitotique 
Myomégaline  CM1 CM2 Golgi et centrosome 
Facteurs de recrutement 
CDK5RAP2 CM1 CM2 Golgi et centrosome 
NME7 MTOCs interphasiques et centrosome mitotiques Facteurs d'activation du TuRC 
Spc110 CM1 SPM PACT SPB 
Spc72 CM1 MASC SPB 
Mto1/2 CM1 MASC SPB 
Récepteurs du TuSC 
 








IV. Données structurales 
 
La taille du complexe, sa complexité et sa faible quantité au sein des cellules font que seule de 
petites quantités de matériel hétérogène ont pu être purifiées jusqu’alors limitant les 
possibilités d’étude du complexe entier. 
 
In vitro, les TuSCs de Saccharomyces cerevisiae possèdent la capacité de s’assembler en 
hélices allant d’un tour jusqu’à former des filaments. Ces structures possèdent 6,5 TuSCs par 
tour d’hélice avec une superposition d’un demi TuSC entre chaque tour, exposant ainsi 13 
tubulines  au-dessus du complexe suggérant que ces structures pourraient fournir un moule 
pour les microtubules. L’ajout des 220 premiers acides aminés de Spc110 (1-220) favorise 
grandement la formation de ces structures (Kollman et al. 2010). L’ajout de Spc110 (1-401) 
limite la formation de complexes à un tour d’hélice comparable à la structure du TuRC avec 
13 tubulines  exposées au-dessus du complexe. Ces données supportent l’idée selon laquelle 
les TuSCs forment « le mur » de l’hélice du TuRC. Ces hélices à un tour de TuSC ont 
aussi été observées in vivo au SPB de Saccharomyces cerevisiae (Kollman et al. 2015). 
 
La résolution en microscopie électronique par tomographie de la structure de TuSCs de 
Saccharomyces cerevisiae in vitro a permis d’établir que le TuSC possède une structure en 
V. La tubuline  est exposée à l’extrémité des bras du V formés par GCP2 et GCP3. Au sein 
du TuSC, GCP2 et GCP3 interagissent entre elles via leur domaine amino-terminal localisés 
à la base du V et lient chacune la tubuline  via leur domaine carboxy-terminal qui forment les 
bras du V (Kollman et al. 2008; Kollman et al. 2010) (Figure 17). Le positionnement de la 
structure atomique de la tubuline  dans la structure obtenue en microscopie électronique du 
TuSC a permis de déterminer précisément l’orientation des tubulines  dans le complexe 
(Figure17). Les interactions longitudinales avec les dimères d’/ tubuline se font entre 
l’extrémité positive de la tubuline  et l’extrémité négative de la tubuline  du dimère de 
tubuline, tout comme c’est le cas entre deux dimères de tubuline. 
 
 
Figure 17 : Enveloppe du TuSC à 8Å de résolution obtenue par microscopie 
électronique. 
 GCP2 et GCP3 interagissent ensemble via leur domaine amino-terminal et lient la tubuline  via leur 
domaine carboxy-terminal. Le TuSC a une structure en V. Le TuSC a une hauteur de 160 Å. A sa 
base le TuSC est large de 40 Å et 120 Å séparent les deux bras du V. Adapté de Kollman et al. 2011. 
 
La résolution de la structure de ces TuSC à 8Å de résolution a mis en évidence que dans 
cette conformation, les deux tubulines  n’établissent aucuns contacts latéraux entre elles. Or, 
pour fournir un moule d’assemblage compatible avec la matrice des microtubules, il est 
nécessaire que les tubulines  au sein du complexe établissent des interactions latérales entre 
elles. Cette conformation est qualifiée « d’ouverte » (Kollman et al. 2008; Kollman et al. 
2010). La structure d’une forme qualifiée de « fermée » de TuSC de Saccharomyces 
cerevisiae in vitro a été résolue en cryo-microscopie électronique à 6,9Å de résolution 
(Kollman et al. 2015). Pour forcer cette structure fermée, les auteurs ont muté des résidus en 
cystéine au sein de la tubuline  afin que se forment des ponts disulfures entre deux tubulines 
adjacentes, forçant ainsi les deux bras du TuSC à se rapprocher. (Figure 18) (La 
comparaison de la forme fermée et de la forme ouverte a mis en évidence des réarrangements 
subtils. En conformation fermée, GCP3 se raidit de 9° tandis que GCP2 se tord de 8° 
modifiants ainsi l’angle entre les bras du V). 
Dans l’hélice de TuSCs « ouverts », les tubulines  sont exposées de manière incompatible à 




Les paramètres de l’hélice (54,3° de rotation par sous unité, 22,2Å d’élévation par sous unité 
et 147Å d’élévation par tour) ne sont pas compatibles non plus avec la matrice des 
microtubules. En revanche, dans l’hélice de TuSCs « fermés » (6,9Å de résolution) (Figure 
18) les tubulines  sont exposées de manière compatible avec la nucléation des microtubules. 
De plus les paramètres de l’hélice (55,4° de rotation par sous unité, 18,8Å d’élévation par 
sous unité et 122 Å d’élévation par tout) sont compatibles avec la matrice des microtubules à 
  
Figure 18 : Comparaison entre la forme ouverte et la forme fermée de l’hélice de TuSC. 
Les paramètres de l’hélice ouverte (à gauche) ne sont pas compatibles avec les paramètres du 
microtubule (droite). Les paramètres de l’hélice fermée (centre) sont similaires à ceux de la matrice 








13 protofilaments (Kollman et al. 2015; Greenberg et al. 2016). Ces données structurales sont 
confirmées par des expériences de nucléation des microtubules in vitro. L’hélice de TuSCs 
« fermés » nuclée les microtubules 2 fois mieux que l’hélice « ouverte » tandis que les 
TuSCs monomériques ne possèdent pas d’activité de nucléation (Kollman et al. 2015). 
Il doit donc exister un mécanisme d’activation du complexe pour passer de la forme 
« ouverte » à la forme « fermée » suite au recrutement du TuRC aux lieux de nucléation des 
microtubules. Une piste pour ce mécanisme d’activation vient de l’observation de la présence 
d’une charnière au niveau de la zone centrale de GCP3 qui permet une flexibilité entre les 
domaines amino et carboxy terminaux. Comment un réarrangement structural pourrait avoir 
lieu reste une question en suspens mais plusieurs hypothèses existent. Ce réarrangement 
pourrait avoir lieu à la suite d’une phosphorylation ou bien suite à l’interaction avec une 
protéine régulatrice liant le complexe, comme les protéines MOZART qui ont été identifiées 
comme interagissant avec GCP3. Les facteurs activateurs du TuRC CDK5RAP2 ou NME7 
sont également des candidats. 
Ces dernières années, le modèle du TuRC a été réévalué suite à la résolution de la structure 
atomique de GCP4 (2,3Å de résolution) par cristallographie (Guillet et al. 2011). GCP4 
possède une structure en V aplati d’une hauteur de 140 Å et d’une largeur de 25 à 50 Å. 
(Figure 19) La protéine est majoritairement constituée d’hélices (70%) et bien que certaines 
boucles spécifiques à GCP4 soient manquantes dans la structure, plus de 80% des résidus qui 
composent la protéine peuvent être positionnés dont ceux présents dans les séquences 
conservées.  La structure est organisée en 5 faisceaux d’hélices. Les 3 premiers faisceaux 
correspondent à la moitié amino-terminale de la protéine et contiennent le GRIP1. Les 2 
derniers faisceaux correspondent à sa moitié carboxy-terminale et contiennent le GRIP2. 
 
La modélisation de la structure atomique de GCP4 humaine dans la structure du TuSC de 
Saccharomyces cerevisiae obtenue par microscopie électronique permet de mettre en 
évidence une forte conservation structurale avec GCP2 et GCP3 (Guillet et al. 2011; 
Greenberg et al. 2016) (Figure 19). Les résidus conservés entre toutes les GCPs sont enfouis 
dans la structure de GCP4, suggérant fortement que ces résidus sont déterminants pour la 
structure de la protéine (Guillet et al. 2011). De plus, GCP4 est constituée quasi uniquement 
de séquences conservées entre toutes les GCPs, GCP4 serait le prototype des GCPs. Ces 
données suggèrent une forte conservation structurale entre toutes les GCPs, la structure de 
GCP4 constituerait donc la structure cœur des GCPs. Cette modélisation a aussi permis de 
révéler la position des GRIP1 et GRIP2 au sein du TuSC. Le GRIP2 est clairement impliqué 
dans la liaison avec la tubuline  suggérant que GCP4 pourrait elle aussi lier la tubuline , 
notamment via ses hélices 16 et 20, ce qui a été confirmé par des expériences in vitro 
montrant que le domaine carboxy-terminal GCP4 possède la capacité de lier la tubuline 
(Guillet et al. 2011; Kollman et al. 2015; Greenberg et al. 2016; Cala et al. 2013). Le GRIP1 
semble lui partiellement impliqué dans les interactions entre GCPs tant intra qu’inter TuSC 




Figure 19 : Conservation structurale entre les GCPs.  
Modélisation de la structure atomique de GCP4 (rouge) et de la tubuline  (jaune) dans l’enveloppe du 
TuSC de Saccharomyces cerevisiae (gris). La structure atomique de GCP4 rentre particulièrement 
bien dans l’enveloppe de GCP3 et GCP2 du TuSC. Il y a donc une forte conservation structurale 
entre ces GCPs.  
 
D’après les premières images de microscopie électronique, il avait été initialement proposé un 
modèle dans lequel GCP4, 5 et 6 formaient une coiffe (Moritz et al. 2000). Les données 
récentes ont permis l’émergence d’un nouveau modèle de TuRC dans lequel GCP4, 5 et 6 
feraient partie intégrante de l’hélice. La coiffe observée dans les premières images en 
microscopie électronique du TuRC serait en réalité due aux extrémités amino-terminales des 




devraient pouvoir former des structures semblables au TuSC en interagissant latéralement 
entre elles via leur domaine animo-terminal et en liant la tubuline  via leur domaine carboxy-
terminal. Parce qu’elles sont présentes en faible quantité et qu’elles sont essentielles à la 
formation du TuRC, nous avons proposé que GCP4, 5, 6 occupent une position non aléatoire 
dans la structure du TuRC telle que le début et/ou la fin de l’hélice où elles pourraient jouer 




 Figure 20 : Nouveau modèle d’organisation du TuRC.  
Les données récentes ont permis de revisiter le modèle initial du TuRC dans lequel GCP4, 5 et 6 
formaient une coiffe. Dans le nouveau modèle, GCP4, 5 et 6 sont incluses dans l’hélice. La masse 
observée lors des premières images du TuRC correspondrait aux domaines N-terminaux des GCPs 















Cependant très peu de données expérimentales sont disponibles pour supporter ce modèle. 
Durant ma thèse, j’ai cherché à mieux caractériser comment GCP4, 5 et 6 s’associent avec les 
autres GCPs au sein du TuRC dans des cellules de mammifères. Au sein de l’hélice de 
TuSC, GCP2 et GCP3 interagissent entre elles via leur domaine N-terminal. Le domaine N-
terminal devrait donc être particulièrement important pour la position et donc pour la fonction 
des GCPs au sein du TuRC. Si GCP4, 5 et 6 font partie intégrante de l’hélice, elles devraient 
établir le même type de contact avec les autres GCPs que les contacts établis entre GCP2 et 
GCP3 au sein de l’hélice de TuSC, leur domaine amino-terminal devrait donc jouer un rôle 
prépondérant dans leur fonction. Pour tester cette hypothèse, j’ai développé une approche 
d’échange de domaine pour déterminer ce qui définit l’identité des GCPs. J’ai également 
développé une approche de FLIM-FRET au centrosome pour étudier les positions relatives de 
GCP4, 5 et 6 au sein même du TuRC. J’ai également cherché à mettre en évidence 









I. Etude des domaines des GCPs 
 
Au sein du TuRC, les GCPs intégrées dans l’hélice devraient interagir entre elles via leur 
domaine N-terminal. Le domaine N-terminal devrait donc être déterminant pour la position et 
donc la fonction des GCPs tandis que le rôle de leur domaine C-terminal serait principalement 
de lier la tubuline . Cette hypothèse est renforcée par le fait qu’il y a peu de variabilité entre 
les domaines C-terminaux des GCPs, les domaines N-terminaux étant plus variables. Le 
domaine N-terminal des GCPs possède également des insertions spécifiques plus ou moins 
grandes suivant les GCPs.  
 
I.A. Echange de domaines 
 
Afin d’étudier l’importance relative des domaines N- et C-terminaux dans la fonction des 
GCPs, j’ai développé une approche d’échange de domaine. J’ai cherché à déterminer l’impact 
qu’a l’échange de domaines sur la capacité des GCPs à assembler le TuRC et, le cas échéant, 
si la fonction des TuRCs contenant des protéines chimériques est altérée. 
 
I.A.a. Construction de lignées exprimant des protéines chimères 
 
En se basant sur la structure atomique de GCP4 et l’alignement des GCPs, la limite entre les 
domaines amino et carboxy terminaux a été définie pour chaque GCP. Cette limite se situe au 
niveau de la jonction entre ce qui correspond chez GCP4 aux hélices 11 et 12 (la région 
charnière). J’ai ensuite construit des chimères composées du domaine N-terminal de GCP4 
fusionné au domaine C-terminal des autres GCPs (N42C, N43C, N45C, N46C). J’ai 
également créé les chimères inverses, composées du domaine C-terminal de GCP4 fusionné 
au domaine N-terminal des autres GCPs (N24C, N34C, N54C, N64C) (Figure 21).  
Dans le but de mieux contrôler le niveau d’expression des chimères et ainsi avoir une 
meilleure reproductibilité entre les expériences, j’ai établi des lignées stables à partir de 
cellules HeLa possédant le système Flip-in T-Rex. Ce système permet une intégration unique 
à un site spécifique du génome ainsi que l’expression inductible du transgène. Le transgène 
sera donc toujours intégré au même endroit limitant ainsi les effets de l’environnement 
chromatinien sur leur expression. 
Ces chimères sont résistantes aux siRNA utilisés puisque des mutations silencieuses ont été 
introduites au niveau de la séquence cible des siRNA. Le système avait été validé avant mon 
arrivé, une lignée stable exprimant GCP4 résistant au siRNA avait été établie. L’expression de 
GCP4 résistant au siRNA pouvait compenser la perte de la GCP4 endogène (voir Figure 1 du 





Figure 21 : Construction de chimères. 
 (A) A partir de l’alignement des GCPs et de la structure de GCP4, la limite entre les domaines N- et 
C-terminaux a été déterminée pour chaque GCP. (B)  Modélisation de la structure atomique de GCP4 
dans la structure du TuSC de levure obtenue en EM. Au sein de l’hélice de TuSC, les GCPs 
interagissent entre elles via leur domaine N-terminal et lient la tubuline  via leur domaine C-terminal. 
(C) Des chimères de GCPs ont été construites en fusionnant le domaine N-terminal d’une GCP avec le 




La capacité des chimères à sauver les phénotypes causés par la déplétion des protéines qui les 
composent (par exemple GCP4 et GCP2 pour les chimères N24C et N42C) a été testée. La 
capacité des chimères à restaurer la formation du TuRC a été évaluée sur gradient de sucrose. 
La capacité des chimères à restaurer la bipolarité du fuseau mitotique ainsi que le recrutement 
de la tubuline  le long des microtubules du fuseau a été évaluée par immunofluorescence.  
 
I.A.b. Capacité des chimères à restaurer l’assemblage du TuRC 
 
Afin d’évaluer la capacité des chimères à restaurer l’assemblage du TuRC après perte d’une 
GCP, les extraits cellulaires ont été fractionnés sur gradient de sucrose 5-40%. La présence de 
complexes de tubuline  dans les différentes fractions a été évaluée par Western blot. En 
condition contrôle, deux pics de tubuline  peuvent être observés. Le premier, dans la fraction 
3 correspond au TuSC. Le second, dans la fraction 7 correspond au TuRC. La proportion de 
tubuline  dans la fraction 7 par rapport aux autres fractions a été quantifiée (Figure 22 A et 
B). Les résultats ont ensuite été normalisés par rapport à la condition contrôle (Figure 22 C).  
Après la déplétion par RNAi de n’importe quelle GCP, la quantité de TuRC est très 
fortement réduite. Pour le cas de la déplétion de GCP2 ou GCP3, les TuSCs sont également 
affectés (Figure 22).  
Les chimères qui possèdent le domaine N-terminal de GCP4 sont capables de compenser la 
perte de GCP4 mais pas la perte de la GCP correspondant à leur domaine C-terminal. 
Inversement, les chimères qui possèdent le domaine C-terminal de GCP4 fusionné au 
domaine N-terminal d’une autre GCP ne sont pas capables de compenser la perte de GCP4 
mais restaurent la formation du TuRC après la déplétion de la GCP correspondant à leur 
domaine N-terminal (Figure 22).  
 
Hormis pour quelques cas particuliers, les chimères sont exprimées à des niveaux proches de 
ceux des GCPs endogènes (Figure 23).  
Il faut noter que pour la chimère N34C, après RNAi GCP3, le niveau d’expression de la 
chimère après induction est extrêmement faible ce qui ne permet pas de tirer de conclusion 
quant à la capacité de cette chimère à compenser la perte de GCP3. En revanche, le niveau 
d’expression de cette chimère est proche du niveau d’expression de GCP3 après RNAi GCP4 




Dans le cas de la chimère N45C, après RNAi GCP5, le niveau d’expression de la chimère est 
quasiment nul après induction, il est donc impossible de conclure sur le fait que cette chimère 
compense ou non la perte de GCP5. Après RNAi GCP4, le niveau d’expression de la chimère 
N45C est inférieur au niveau d’expression de la GCP4 endogène en condition contrôle mais 
restaure la formation du TuRC.  
A l’inverse, dans le cas de la chimère N64C il y a une fuite d’expression même sans induction 
et après induction de son expression, la chimère est exprimée dans des quantités très 
importantes.  
Je remarque cependant que de manière générale, après RNAi GCP4, le niveau d’expression de 
la chimère est supérieur au niveau d’expression de la chimère après RNAi d’une autre GCP 





Figure 22 : Les chimères restaurent l’assemblage du TuRC suite à la déplétion de la 
GCP correspondant à leur domaine N-terminal. Fractionnement sur gradient de sucrose des 
extraits solubles de lignées stables exprimant une chimère après déplétion des GCPs correspondant au 
domaine N- ou C-terminal de la chimère. (A) Chimères composées du domaine N-terminal de GCP4 
fusionné au domaine C-terminal de GCP2, 3, 5 ou 6 (respectivement N42C, N43C, N45C, N46C) (B) 
Chimères composées du domaine C-terminal de GCP4 fusionné au domaine N-terminal de GCP2, 3, 5 
ou 6 (respectivement N24C N34C, N54C, N64C). Les TuRC sont visualisés avec un anticorps contre 
la tubuline . (C) Pourcentage de tubuline  dans la fraction 7 des blots en A et B : les valeurs pour les 




Figure 23 : Niveau d’expression des chimères dans différentes conditions. 
Analyse par Western blot d’extraits cellulaires des lignées stables traitées ou non par des siRNA 
contre GCP2-6 avec ou sans induction de la chimère. Les niveaux d’expression des chimères sont 
globalement semblables à ceux des GCPs endogènes. A l’exception des chimères N34C et N45C qui 
sont à peine exprimées après traitement par des siRNA contre GCP3 et GCP5 respectivement (*). Au 
contraire, après induction, le niveau d’expression de la chimère N64C est largement supérieur (>20 








I.A.c. Capacité des chimères à restaurer le recrutement de la tubuline  au 
fuseau mitotique et la bipolarité du fuseau. 
 
Le phénotype le plus caractéristique après RNAi GCP4 est une forte baisse du recrutement de 
la tubuline  le long des microtubules du fuseau mitotique (voir Figure 1 du manuscrit en 
annexe), c’est donc le paramètre que j’ai quantifié (Figure 24 A). J’ai également quantifié la 
proportion de cellules possédant un fuseau mitotique monopolaire pour des RNAi GCP2, et 
GCP6 qui induisent les phénotypes les plus forts (Figure 24 B et C). Dans les cas des RNAi 
contre GCP4 et 5 la proportion de fuseaux monopolaires est plus faible. En effet dans la 
condition contrôle il y a entre 5 et 10% de fuseaux monopolaires. Après RNAi contre GCP2, 
GCP4, GCP5 ou GCP6, la proportion de fuseaux mitotiques monopolaires est d’environ 50%, 
15%, 35%, et 80% respectivement. La différence de proportion de fuseau monopolaires après 
traitement par différents siRNA pourrait être dut à une efficacité de déplétion différente entre 
les traitements. Ces valeurs sont différentes de celles obtenues par Bahtz et al. 2012. Cette 
différence vient probablement du fait que le milieu contenant le siRNA a été changé 5h après 
transfection dans mes conditions expérimentales. 
 
 De la même manière que pour l’assemblage du TuRC, les chimères sont capables de 
compenser la perte de la GCP correspondant à leur domaine amino-terminal, peu importe le 
domaine carboxy-terminal qu’elles possèdent (Figure 24). 
 
 
Figure 24 : Les chimères restaurent le recrutement et la fonction du TuRC suite à la 
déplétion de la GCP correspondant à leur domaine N-terminal.  
(A) Pourcentage de cellules avec une réduction du niveau de tubuline  au fuseau mitotique (moyenne 
de 3 expériences, au moins 300 cellules comptées au total). (B) Comparaison de lignées cellulaires 
exprimant les chimères N42C (haut gauche) et N24C (haut droite) après RNAi contre GCP2 ou N46C 
(bas gauche) et N64C (bas droite) après RNAi contre GCP6. La tubuline  (haut et rouge) et les 
microtubules (vert) sont visualisés par immunofluorescence. L’ADN est visualisé par coloration au 
DAPI (bleu). (C) quantification du pourcentage de fuseaux monopolaires après traitement par siRNAi 
contre GCP2 ou GCP6 des chimères N42C/N24C et N46C/N64C respectivement (moyenne de 3 




En résumé, les chimères sont capables de compenser la perte de la GCP qui constitue leur 
domaine N-terminal et ce peu importe le domaine C-terminal qui leur est fusionné. Ces 
résultats suggèrent que c’est le domaine amino-terminal des GCPs qui définit leur identité, les 
domaines carboxy-terminaux étant interchangeables (Figure 25).  
Ces résultats sont cohérents avec l’idée que GCP4, 5 et 6 font partie de l’hélice. D’après le 
modèle, au sein de l’hélice, c’est le domaine N-terminal qui définit les interactions entre 
GCPs et donc leur spécificité. 
 
 
Figure 25 : Récapitulatif des résultats des chimères. 
 + : sauvetage, - : pas de sauvetage, ? expression trop faible pour conclure. Les domaines N-










I.B. Par mutation de régions spécifiques 
 
L’alignement des séquences des GCPs permet de mettre en évidence des variations 
importantes dans le domaine N-terminal des GCPs. C’est notamment le cas pour GCP5 et 
GCP6 qui possèdent des insertions d’une taille importante par rapport à la séquence de GCP4 
(Figure 26 A). Afin de mieux comprendre le rôle de ces insertions, j’ai généré des mutants 
résistants aux siRNAs dans lesquels ces régions ont été délétées. La capacité de ces mutants à 
compenser la perte de GCP5 ou GCP6 a été évaluée comme précédemment.  
 
GCP6 possède une extension amino-terminale de 366 résidus, ainsi qu’une large insertion 
située dans le domaine N-terminal (674-1501). Cette insertion possède la capacité d’interagir 
avec les kératines (Oriolo et al. 2007). Au sein de cette insertion, il existe des séquences 
répétées en tandem qui sont phosphorylées par Plk4 (1027-1270) (Bahtz et al. 2012). 
J’ai donc généré des mutants délétés soit de toute l’insertion ( 674-1501) soit uniquement 
des séquences répétées ( 1027-1270) ou bien de l’extension amino-terminale (367-1819) 
(Figure 26 A).  
Pour GCP5, j’ai généré des mutants délétées d’une insertion de 77 résidus située à la fin du 
domaine N-terminal (627-704) (Figure 26 A). J’ai également généré un mutant délété de 
l’extension N-terminale de GCP5 (271-1024) (Figure 26 A).  
De la même manière que pour les chimères, j’ai ensuite établi des lignées stables de cellules 
HeLa exprimant de manière inductible les mutants et étudié la capacité des mutants à 
compenser la déplétion de GCP5 ou GCP6 en termes d’assemblage du TuRC et de 
recrutement de la tubuline .  
Tout comme pour la chimère N64C, pour les mutants de GCP6, il y a une fuite d’expression 




Figure 26 : Etude du rôle de régions spécifiques de GCP5 et GCP6 dans la fonction des 
protéines. (A) Alignement des GCPs. GCP5 et GCP6 possèdent des régions additionnelles par rapport à 
GCP4. (B gauche) Western blot contre la tubuline  sur les différentes fractions de gradients de sucrose. (B 
milieu) quantification du pourcentage de la tubuline  dans la fraction 7 par rapport à la condition contrôle. 
(B droite) Western blot des différents extraits solubles soumit à fractionnement sur gradient de sucrose. Le x 
marque une bande non spécifique. (C gauche) Quantification de la proportion de fuseaux mitotiques dont le 
recrutement de la tubuline  le long des microtubules est diminué. (C droite) Quantification de la proportion 







Après RNAi contre GCP6, l’expression du mutant de GCP6 délété des 366 premiers résidus 
ne permet pas de restaurer la formation du TuRC ni le recrutement de la tubuline au fuseau 
ou les défauts du fuseau mitotique. L’extension N-terminale de GCP6 est donc essentielle 
pour la fonction de GCP6.  
L’expression du mutant de GCP6 délété des séquences répétées permet de restaurer 
l’assemblage du TuRC et permet la formation d’un fuseau mitotique correct après déplétion 
de GCP6 par RNAi. Les séquences répétées de GCP6 ne sont donc pas nécessaires à la 
fonction de GCP6 dans l’assemblage du TuRC ni à son recrutement le long du fuseau. Ces 
résultats sont cohérents avec ceux de Bahtz et al. 2012 qui avaient montrés que la 
phosphorylation de ces sites par Plk4 n’était pas essentielle pour la fonction de GCP6 dans le 
TuRC. 
La délétion de toute l’insertion de GCP6 ne permet pas au mutant de compenser les effets 
observés suite à la perte de GCP6. Cependant, compte tenu de la taille de l’insertion de GCP6 
(827 résidus) il est possible que sa délétion affecte considérablement la structure de GCP6 
(Figure 26 B et C).  
Ces données indiquent que l’insertion centrale de GCP6 ainsi que son extension N-terminale 
sont essentielles pour la fonction de GCP6. En revanche, les séquences répétées 
phosphorylées par Plk4 ne semblent pas impliquées dans l’assemblage du TuRC ni dans son 
recrutement le long des microtubules du fuseau mitotique.  
Le mutant de GCP5 627-704 est exprimé à un niveau proche de celui de GCP5 endogène.  
Le mutant de GCP5 délété de l’insertion est capable de complémenter les effets de la perte de 
GCP5 endogène sur l’assemblage du TuRC et sur le fuseau mitotique, suggérant que cette 
insertion n’est pas essentielle à la fonction de GCP5 (Figure 26 B et C).  
Pour le mutant délété de son extension N-terminale, malgré plusieurs essais, je n’ai trouvé 
aucun anticorps capable de détecter la protéine mutante. Je n’ai donc pas pu vérifier que le 
mutant était bien exprimé dans la lignée. J’ai néanmoins testé ce mutant et les résultats 
indiquent qu’il n’est pas capable de compenser la perte de GCP5. Mais tant que je ne pourrai 
pas confirmer que le mutant test bien exprimé dans cette lignée, je ne pourrai pas tirer de 
conclusion quant au rôle de l’extension N-terminale de GCP5.  
 
Il serait intéressant de savoir si les extensions N-terminales des autres GCPs (2, 3 et 5) sont 
tout aussi importantes. Pour GCP5, il faudrait soit obtenir un anticorps permettant de vérifier 
l’expression du mutant dans la lignée dont nous disposons déjà ou bien établir une nouvelle 
lignée exprimant un mutant étiqueté à son extrémité C-terminale. Pour GCP2 et GCP3, il 
faudrait établir une nouvelle lignée exprimant les mutants. Pour simplifier l’analyse, 
l’utilisation d’une étiquette fusionnée à l’extrémité C-terminale des mutants serait souhaitable. 
 
J’ai également cherché à savoir si l’extension N-terminale était suffisante pour déterminer 
l’identité d’une GCP. J’ai construit une chimère contenant l’extension N-terminale de GCP2, 
le domaine N-terminal de GCP4 et le domaine C-terminal de GCP2 (N242C) (Figure 27). J’ai 
étudié la capacité de cette chimère à restaurer la formation du TuRC après déplétion de 
GCP2. De la même manière que précédemment, après déplétion de GCP2, la quantité de 
TuRC et de TuRC est fortement diminuée. Après déplétion de GCP2, la chimère N242C est 
bien exprimée comme on peut le voir sur le gradient (. L’expression de la chimère N242C ne 
permet pas de restaurer la formation des TuSC ou des TuRC. La chimère N242C n’est donc 
pas capable de compenser la perte de GCP2. 
La spécificité de GCP2 ne réside donc pas uniquement dans son extension N-terminale mais 





Figure 27 : La spécificité de GCP2 n’est pas portée uniquement par son extension N-
terminale. Une chimère contenant l’extension N-terminale de GCP2 suivie du domaine N-terminal 
de GCP4 et du domaine C-terminal de GCP2 a été construite (haut). Western blot contre la tubuline 
sur les différentes fractions de gradients de sucrose (gauche). Quantification du pourcentage de la 




II. Etude des interactions entre GCPs au sein du TuRC par 
FLIM-FRET 
 
J’ai également mis au point une approche de FLIM-FRET afin d’étudier les interactions entre 
GCPs au sein du TuRC. Thèoriquement, cette approche devrait me permettre d’obtenir une 
carte d’itneraction, entre les GCPs au sein du TuRC, à partir de laquelle je pourrai 
déterminer la position des GCPs dans le complexe. Les GCPs ne sont recrutées au centrosome 
que si elles font partie du TuRC dans les lignées cellulaires de mammifères. En concentrant 
mon analyse sur le centrosome, je peux donc étudier les interactions entre GCPs au sein de 
TuRCs actifs pour la nucléation des microtubules. 
Le FRET (Fluorescence Resonance Energy Transfert) est un transfert d’énergie entre un 
fluorophore donneur (ici la GFP) et un fluorophore accepteur (ici la mCherry). Ce transfert 
d’énergie n’est possible que si la distance entre les deux fluorophores est inférieure à 1,5 R0. 
Le R0 est un paramètre physique propre à chaque couple de fluorophores et correspond à la 
distance à laquelle l’efficacité de FRET est de 50%. Pour la plupart des couples de protéines 
fluorescentes les plus utilisées en FRET, le R0 ne dépasse pas les 6nm. Au-delà de 10nm, 
aucun transfert d’énergie n’est donc possible. Le FLIM (Fluorescence Lifetime Imaging 
Microscopy) consiste à étudier la décroissance du temps de vie de la fluorescence du donneur. 
Le FRET a pour conséquence une modification de la courbe de décroissance du temps de vie 
du fluorophore donneur (Figure 28) conduisant à une réduction du temps de demie vie du 
donneur.  Le temps de demie vie () du fluorophore correspond au temps au bout duquel son 
intensité de fluorescence est de 50% de son intensité maximale. La différence relative de 
temps de vie mesuré (donneur seul vs donneur + accepteur) est une mesure de l’efficacité de 
FRET et dépend de la distance entre les deux fluorophores.  
Le FLIM possède plusieurs avantages dont notamment le fait qu’il permet de s’affranchir de 
l’excitation non spécifique de l’accepteur et qu’il ne dépend pas de la concentration des 
fluorophores. Cependant une forte intensité de fluorescence est nécessaire pour les mesures. 
L’accepteur doit être en excès ce qui limite le nombre de combinaisons possibles (avec GCP4, 
5 et 6, GCP2 et GCP3 ne peuvent être couplés qu’avec le fluorophore accepteur, la 
combinaison inverse n’est pas possible). 
 
 
 Figure 28 : Courbes de décroissance de fluorescence obtenues pas FLIM. 
 Avec le donneur seul (GCP3-GFP) la courbe correspond à une mono-exponentielle. Lorsqu’il y a du 
FRET entre le donneur et l’accepteur (GCP3-GFP + GCP2-mCherry) la courbe de décroissance 
correspond à une bi-exponentielle. Le transfert d’énergie du donneur vers l’accepteur a pour 
conséquence une réduction du temps de vie du donneur. 
 
J’ai dans un premier temps exprimé de manière transitoire GCP2 et GCP3 en fusion soit avec 
la GFP (fluorophore donneur) soit avec la mCherry (fluorophore accepteur) dans des cellules 
HeLa. Lors des premières tentatives de mesure de fluorescence au centrosome, l’intensité de 
fluorescence s’est révélée trop faible pour être détectée avec l’appareillage disponible. Pour 
résoudre ce problème, j’ai utilisé une lignée cellulaire exprimant de manière inductible la Nlp 
(Casenghi et al. 2003). La surexpression de la Nlp entraine une forte augmentation du 
recrutement du TuRC au PCM (Figure 29 A). J’ai dans un premier temps vérifié par 
immunofluorescence que dans ce système toutes les GCPs endogènes sont bien recrutées dans 
ces structures (Figure 29 B). Les GCPs sont recrutées dans ces structures uniquement sous 
forme de TuRC puisque suite à la déplétion d’une GCP par RNAi, les autres GCPs ne sont 
plus recrutées (Figure 29 C). Les GCPs étiquetées par la GFP ou la mCherry sont également 






 Figure 29 : Toutes les GCPs sont recrutées sous forme de TuRC au PCM après expression 
de la Nlp. 
 (A) Comparaison du recrutement de la tubuline  avant et après induction de l’expression de la Nlp, les 
protéines sont visualisées par immunofluorescence. (B) IF contre les GCPs, après induction de la Nlp, les 
GCPs endogènes sont recrutées au PCM. (C) Après déplétion d’une GCP, les autres ne sont plus recrutées 
au PCM (ici exemple avec GCP4 mais toutes les GCPs ont été testées) les protéines sont visualisées par IF. 
Après expression de la Nlp, les GCPs ne sont recrutées au PCM que sous forme de TuRC. (D)  Les GCP 
taguées sont bien recrutées au PCM. Leur recrutement n’affecte pas la nucléation des microtubules (35 
cellules comptées par condition). 
En me basant sur la modélisation de la structure atomique de GCP4 dans l’enveloppe de 







De par la forme en V du TuSC, la distance séparant les extrémités N-terminales de GCPs 
adjacentes (moins de 2,5nm) est inférieure à la distance séparant les extrémités C-terminales 
(environs 6nm). La distance entre les extrémités C-terminales de GCPs non adjacentes est elle 
supérieure à 11nm. La distance entre deux extrémités N-terminales de GCPs non adjacentes 
est inférieure à 4nm. En étiquetant les protéines fluorescentes aux extrémités carboxy-
terminales des GCPs je devrais donc pouvoir éviter qu’un transfert d’énergie entre 
fluorophores couplés à des GCPs non adjacentes n’ait lieu. De plus, l’extrémité C-terminale 
des GCPs pointe vers l’extérieur du complexe et ne se situe pas au niveau de la zone 
d’interaction avec la tubuline . L’ajout d’une protéine fluorecente à l’extrémité C-terminale 
des GCPs ne devrait donc pas gêner leur fonction. 
Il faut cependant tenir compte du fait que les distances mesurées sont une estimation de la 
distance entre les extrémités des GCPs. La distance exacte entre les deux fluorophores est 
inconnue, il est donc possible que des fluorophores couplés à des GCPs adjacentes ne puissent 
pas faire de FRET. C’est pourquoi j’ai fait le choix de ne pas tirer de conclusions à partir de 
données indiquant une absence de FRET entre fluorophores couplés aux extrémités C-
terminales des GCPs.  
 
Les données de FLIM-FRET sont présentées dans la table 3. Au centrosome, le temps de vie 
de la GFP couplée à GCP3 est de 2,414ns. Dans la condition GCP3-GFP + GCP2-mCherry 
(contrôle positif), le temps de vie de la GFP est de 1,981ns soit une efficacité de FRET de 
17,9% (Figure 30 A). Quand GCP3-GFP est co-exprimée avec GCP3-mCherry (contrôle 
négatif), le temps de vie de la GFP est de 2,293ns soit 5% d’efficacité de FRET (Figure 30 B). 
En comparaison, l’utilisation de la mCherry libre en tant qu’accepteur ne donne une efficacité 
de FRET que de 3,7%. Seules les valeurs d’efficacité de FRET supérieures à 7% sont 
considérées comme significatives (voir matériel et méthodes). Ces résultats sont cohérents 
avec le modèle de l’hélice de TuSC dans laquelle il y a une alternance entre GCP2 et GCP3. 
J’ai également testé le contrôle négatif GCP2-GFP + GCP2-mCherry, dans cette condition 
l’efficacité de FRET est de 12,4% (données non montrées). GCP2 possède une extension à 
son extrémité C-terminale qui, si elle est suffisamment flexible, pourrait permettre du FRET 
entre GCPs non adjacentes. J’ai testé plusieurs constructions délétées de cette extension ainsi 
que la chimère N24C mais il y avait toujours un transfert d’énergie entre la GFP et la 




autres GCPs ainsi qu’à elle-même, quand elle est surexprimée. Ce résultat inattendu m’a 
poussé à exclure GCP2 pour le reste des expérimentations. 
Les données indiquent que GCP4 et GCP5 sont voisines, en effet une efficacité de FRET 
significative est obtenue pour les couples GCP4-GFP + GCP5-mC (7,9%) et GCP5-GFP + 
GCP4-mC (8,7%) (Figure 30 C et D). Ces valeurs sont inférieures à celles obtenues avec 
GCP3-GFP + GCP2-mC car GCP3 est entouré de deux GCP2 ce qui accroit le transfert 
d’énergie.  
Pour confirmer que cette interaction entre GCP4 et GCP5 est de type TuSC, j’ai étiqueté le 
donneur à l’extrémité N-terminale des GCPs. D’après les estimations de distances effectuées, 
la distance entre l’extrémité amino-terminale d’une GCP et l’extrémité carboxy-terminale 
d’une autre GCP au sein du TuSC est supérieure à 11nm. Le couple GFP-GCP3 + GCP2-mC 
confirme ces estimations (3,7% d’efficacité de FRET). Les couples GFP-GCP4 + GCP5-mC 
et GFP-GCP5 + GCP4-mC donnent des efficacités de FRET de 0,5% et 3,5% respectivement 
(Figure 30 E et F). Au sein du TuRC, GCP4 et GCP5 établissent donc des interactions 
latérales semblables à celles observées entre GCP2 et GCP3 au sein du TuSC.  
 
J’ai ensuite voulu confirmer que c’est le domaine N-terminal des GCPs qui détermine cette 
interaction. J’ai donc utilisé les chimères N45C et N54C en couple avec GCP4 ou GCP5. Pour 
le couple N45C-GFP + GCP5-mC, l’efficacité de FRET est de 8,7% (Figure 23 G). Le couple 
N54C-GFP + GCP4-mC donne une efficacité de FRET de 8,6% (Figure 23 H). Les chimères 
N45C et N54C se comportent donc comme GCP4 et GCP5, respectivement. Les interactions 
et la position des GCPs au sein du TuRC sont donc bien déterminées par le domaine N-
terminal des GCPs, confirmant ainsi les résultats obtenus précédemment.  
 
Pour le couple GCP5-GFP + GCP3-mC, une efficacité de FRET de 8,7% est mesurée 
suggérant que GCP5 et GCP3 sont associées latéralement. GCP5 et GCP4, par extension, sont 
donc bien intégrées dans l’hélice. Cependant, une efficacité de FRET de 6,2% est mesurée 
avec le couple N54C-GFP + GCP3mC. Cette valeur se situe à la limite de la zone de 
significativité mais ne permet pas de confirmer cette interaction. Pour le couple GFP-GCP5 + 
GCP3-mC, une efficacité de FRET de 8,1% est mesurée. L’extrémité N-terminale de GCP5 
serait donc à proximité de l’extrémité C-terminale de GCP3. Il est donc délicat de tirer des 
conclusions de ces données. Mais plusieurs hypothèses, sur lesquelles je reviendrai dans la 





Pour GCP4, aucune efficacité de FRET significative n’est mesurée avec GCP3. 
Pour GCP6, quel que soit le couple testé, aucune efficacité de FRET significative n’est 
mesurée avec GCP3, 4 ou 5.  
 
J’ai également cherché à savoir si les GCP4, 5 et 6 se situaient à proximité les unes des autres. 
Pour cela j’ai étiqueté les GCP à leur extrémité amino-terminale. D’après les estimations de 
distance, deux extrémités N-terminales non adjacentes sont séparées par moins de 4 nm. 
Ainsi, un transfert d’énergie pourra être détecté même si le donneur est séparé par un TuSC 
de l’accepteur. Comme il était attendu, l’efficacité de FRET entre GCP4 et GCP5 confirme 
qu’elles sont proches dans l’espace (9,5% pour GFP-GCP4 + mCherry-GCP5 et 12,1% pour 
GFP-GCP5 + mCherry-GCP4). 
Les couples impliquant GCP4 et GCP6 permettent de mesurer une efficacité de FRET 
significative (10,1% pour GFP-GCP4 + mCherry-GCP6 et 11,6% pour GFP-GCP6 + 
mCherry-GCP4), indiquant que GCP4 et GCP6 sont proches l’une de l’autre dans le TuRC.  
En revanche, aucune efficacité de FRET significative n’est mesurée pour les couples 
impliquant GCP5 et GCP6 (1,1% pour GFP-GCP6 + mCherry-GCP5 et 2,8% pour GFP-
GCP5 + mCherry-GCP6).  
 
Bien que plusieurs GCP4 soient attendues dans le complexe (Murphy et al. 2001; Choi et al. 
2010), aucun transfert d’énergie n’a été détecté entre deux GCP4 qu’elles soient étiquetés à 
leur extrémité N-terminale ou C-terminale (3,6% et 2,2% respectivement). L’absence de 
transfert d’énergie entre deux GCP4 étiquetés à leur extrémité N-terminale indique que s’il y 
a plusieurs GCP4, elles ne sont pas à proximité l’une de l’autre au sein du TuRC.  
Il ne semble pas non plus que GCP5 et GCP6 soient à proximité l’une de l’autre au sein du 
TuRC. Cependant, compte tenu de la taille des extensions N-terminales de ces deux 
protéines, les estimations de distance ne sont pas applicables. Aucune possibilité ne peut donc 
être totalement écartée. 
 
L’interprétation de l’ensemble de ces données n’est pas aisée compte tenu des nombreuses 
limitations techniques auxquelles j’ai dû faire face. Cependant, il semble clair qu’il existe une 
interaction latérale entre GCP4 et GCP5 médiée par leurs domaines N-terminaux au sein 
même du TuRC. 
  
Figure 30 : Répartition des temps de vie de la GFP.  
En noir, le donneur seul (GFP). En gris le donneur et l’accepteur (GFP et mCherry). Les flèches en 
dessous des graphiques représentent l’étalement des temps de vie. Lorsqu’il y a transfert d’énergie, la 










Donneur Accepteur a SE t (ps) b n c FRET (%) d p value e 
NA 2,414 0,006 121   
GCP2-mC 1,981 0,026 433 60 17,9 2,39E-51 
GCP3-mC 2,293 0,011 121 128 5,0 1,36E-19 GCP3-GFP 
mCherry 2,325 0,019 89 29 3,7 2,48E-08 
     
NA 2,444 0,006 123   
GCP3-mC 2,337 0,011 108 93 4,4 2,61E-17 
GCP4-mC 2,391 0,008 53 97 2,2 2,47E-07 
GCP5-mC 2,251 0,013 193 88 7,9 3,55E-33 
GCP4-GFP 
GCP6-mC 2,347 0,010 97 90 4,0 3,58E-02 
     
NA 2,425 0,008 136   
GCP3-mC 2,213 0,019 211 99 8,7 1,57E-21 
GCP4-mC 2,213 0,015 211 80 8,7 9,57E-29 
GCP5-mC 2,369 0,018 55 50 2,3 2,02E-03 
GCP5-GFP 
GCP6-mC 2,345 0,018 80 57 3,3 1,00E-05 
     
NA 2,436 0,007 152   
GCP3-mC 2,387 0,013 49 60 2,0 6,00E-04 
GCP4-mC 2,422 0,014 13 60 0,6 1,61E-01 
GCP5-mC 2,353 0,008 83 60 3,4 1,61E-01 
GCP6-GFP 
GCP6-mC 2,354 0,012 82 44 3,4 1,73E-07 
     
NA 2,473 0,009 80   
GCP3-mC 2,336 0,013 137 60 5,5 2,19E-15 
GCP4-mC 2,377 0,009 96 60 3,9 5,53E-11 
GCP5-mC 2,258 0,012 215 90 8,7 3,32E-30 
N45C-GFP 
GCP6-mC 2,381 0,012 92 60 3,7 9,70E-09 
     
NA 2,456 0,007 120   
GCP3-mC 2,304 0,010 152 88 6,2 2,55E-28 
GCP4-mC 2,261 0,014 195 60 7,9 5,16E-32 
GCP5-mC 2,412 0,010 44 60 1,8 3,22E-05 
N54C-GFP 





Donneur Accepteur a SE t (ps) b n c FRET (%) d p value e 
NA 2,400 0,011   60     
GCP2-mC 2,313 0,008 89 60 3,7 1,47E-11 GFP-GCP3 
GCP3-mC 2,274 0,015 126 30 5,3 5,06E-09 
                
NA 2,402 0,009   60     
GCP3-mC 2,380 0,008 22 60 0,9 1,89E-01 
GCP4-mC 2,412 0,009 -10 60 -0,4 2,50E-04 
GCP5-mC 2,390 0,008 12 60 0,5 3,44E-01 
GFP-GCP4 
GCP6-mC 2,375 0,007 27 60 1,1 3,08E-01 
                
NA 2,409 0,022   70     
GCP3-mC 2,214 0,020 195 57 8,1 2,04E-08 
GCP4-mC 2,326 0,022 83 43 3,5 2,32E-02 
GCP5-mC 2,375 0,034 34 56 1,4 2,47E-01 
GFP-GCP5 
GCP6-mC 2,427 0,016 -18 50 -0,7 4,83E-01 
                
NA 2,403 0,013   60     
GCP3-mC 2,382 0,015 21 60 0,9 2,87E-01 
GCP4-mC 2,395 0,010 8 59 0,3 1,46E-01 
GCP5-mC 2,412 0,010 -9 60 -0,4 1,42E-01 
GFP-GCP6 
GCP6-mC 2,398 0,010 5 58 0,2 8,07E-01 
                
NA 2,499 0,008   60     
mC-GCP4 2,408 0,009 91 60 3,6 7,39E-12 
mC-GCP5 2,262 0,009 237 60 9,5 3,27E-37 GFP-GCP4 
mC-GCP6 2,248 0,007 251 60 10,1 1,39E-46 
                
NA 2,460 0,009   60     
mC-GCP4 2,162 0,018 298 60 12,1 4,63E-29 
mC-GCP5 2,388 0,010 72 60 2,9 3,49E-07 GFP-GCP5 
mC-GCP6 2,390 0,012 70 60 2,8 6,76E-06 
                
NA 2,411 0,009   60     
mC-GCP4 2,130 0,019 281 60 11,6 1,05E-25 GFP-GCP6 
mC-GCP5 2,384 0,012 27 60 1,1 7,90E-02 
 
Table 3 : Mesures de FLIM-FRET  
NA: Pas d'accepteur 
a. Temps de vie moyen (en nanosecondes).  
b. t = D − DA (en nanosecondes). 
c. Nombre total de centrosomes mesurés. 
d. Pourcentage d'efficacité de FRET : E = 1 − (DA/D). 
e. P value de la différence entre le temps de vie du donneur en présence et en absence 




III. Identification d’un sous complexe contenant GCP4, 5 et 
6 
 
J’ai montré précédemment que GCP4 et GCP5 interagissaient au sein du TuRC, mais aucune 
interaction avec GCP6 n’a été identifiée. Pour compléter mon étude, j’ai donc cherché à 
mettre en évidence des interactions impliquant GCP6. 
Une de mes hypothèses de travail est que GCP4, 5 et 6 interagissent ensemble au sein du 
TuRC et permettent la stabilisation du complexe. La première étape pour valider cette 
hypothèse est donc d’identifier un sous complexe contenant ces trois protéines. Pour cela j’ai 
utilisé diverses approches biochimiques. 
 
III.A.   Mise en évidence d’une interaction entre GCP4 et GCP5 par 
pontage moléculaire sur le TuRC. 
 
Afin de confirmer l’interaction entre GCP4 et GCP5 au sein du TuRC, j’ai développé une 
approche de pontage moléculaire sur du TuRC purifié. Pour purifier le TuRC, j’ai utilisé le 
protocole de purification du TuRC à partir de cellules exprimant la tubuline  avec un TAP-
tag (Teixido-Travesa et al. 2010). J’ai ensuite défini des conditions de pontage partiel afin de 
pouvoir séparer les différents complexes pontés par SDS PAGE. En effet si le pontage est 
total, toutes les protéines du TuRC seront pontées entre elles et aucun sous complexe ne 
pourra être mis en évidence. On peut détecter une bande co-marquée par GCP4 et GCP5 
d’une taille légèrement supérieure à 200kDa (la bande est légèrement au-dessus de GCP6) 
(Figure 31). La taille de cette bande est compatible avec la taille qu’aurait un dimère GCP4-
GCP5 (76 + 118 kDa). D’autres bandes co-marquées par GCP4 et GCP5 de taille supérieure 
sont aussi détectées, ces bandes pourraient correspondre au dimère GCP4-GCP5 avec de la 
tubuline  (sur le blot contre la tubuline  il y a un « smear » au même niveau). Il est 
également possible d’observer un complexe ponté contenant GCP4 d’une taille supérieure à 
130kDa. Cette bande pourrait correspondre à un dimère de GCP4 (76 + 76 kDa) ou à un 
dimère GCP4-tubuline  (76 + 51 kDa) d’autant plus que des bandes de taille similaire sont 
observées sur le blot contre la tubuline . Il n’est pas possible de trancher entre ces deux 
possibilités car la taille des bandes est approximative et le pontage pourrait modifier la 
mobilité des protéines. 
D’autres complexes sont probablement formés, mais ne sont pas visualisables de par leur 
taille trop importante. 
 
J’ai ainsi pu mettre en évidence un pontage moléculaire entre GCP4 et GCP5 (Figure 31) 
renforçant ainsi les résultats observés en FLIM-FRET. 
Figure 31 : Pontage moléculaire entre GCP4 et GCP5.  
Après purification du TuRC, les complexes sont pontés (+) ou non (-) par du DSS. Les protéines sont 




III.B.   Mise en évidence d’un sous complexe contenant GCP4-5-6 
 
Conjointement avec Laurence Haren, nous avons également cherché à mettre en évidence un 
sous complexe en déstabilisant le TuRC par des sels. Si GCP4, 5 et 6 interagissent entre elles 
au sein du TuRC, il est possible que la stabilité des interactions qu'elles établissent entre elles 
soit différente de celles qu’elles établissent avec les TuSC en raison des insertions que 





Des immunoprécipitations contre GCP4, 5 ou 6 ont été effectuées à différentes concentrations 
en sel. A partir de 450mM KCl, un complexe contenant majoritairement GCP4, GCP5 et 
GCP6 peut être isolé (Figure 32). GCP4, 5 et 6 établissent donc entre elles des interactions 
plus fortes qu’avec GCP2 et GCP3. Le fait que quelque soit la GCP contre laquelle 
l’immunoprécipitation est dirigée, les deux autres GCPs spécifiques du TuRC co-
immunoprécipitent indique qu’elles forment un seul et unique complexe. 
 
Figure 32 : Isolation d’un sous complexe contenant GCP4, 5, 6.  
Des IP contre GCP4, 5 ou 6 sont effectuées dans différentes conditions de salinité. A partir de 450mM 
KCl, GCP4, 5 et 6 peuvent être co-immunoprécipitées sans GCP2 et 3. Les protéines sont visualisées 
par Western blot. 
 
 
Lors des immunoprécipitations contre GCP4, la tubuline  co-immunoprécipite même à 
450mM KCl alors que ce n’est pas le cas avec GCP5 et GCP6. Si GCP5 et GCP6 
interagissent avec la tubuline , ces résultats suggèrent que l’interaction de la tubuline  avec 
GCP4 est plus forte qu’avec GCP5 et GCP6. 
 
Afin de savoir si ce complexe existait uniquement au sein du TuRC ou bien s’il existait 
indépendamment du TuRC, nous avons traité des cellules avec un siRNA dirigé contre GCP2 
et fractionné les extraits cellulaires sur gradient de sucrose. Comme attendu, les quantités de 
TuRC et de TuSC sont fortement réduites après traitement des cellules avec un siRNA 







corégulation entre tous les composants du TuRC (Bouissou et al. 2009). Une 
immunoprécipitation contre GCP4 a ensuite été effectuée sur différentes fractions du gradient. 
Pour le gradient contrôle, toutes les GCPs et la tubuline  co-immunoprécipitent dans la 
fraction du TuRC. Après RNAi contre GCP2, les GCP6, GCP5 et GCP4 sont co-
immunoprécipités indépendamment de GCP2 et GCP3 dans la fraction 5 ce qui est compatible 
avec un complexe de taille intermédiaire entre le TuSC et le TuRC (Figure 33 B).  
 
Dans les conditions contrôle, on peut remarquer qu’il existe deux pics de GCP4 : l’un au 
niveau du TuRC et l’autre au niveau des fractions 2-4 (Figure 33 A). Dans les conditions 
contrôles et après RNAi contre GCP2 (Figure 33 A et B), seule la tubuline  co-
immunoprécipite avec GCP4 dans les fractions 3 et 4, confirmant l’idée que GCP4 possède la 
capacité de lier la tubuline  indépendamment des autres GCPs (Guillet et al. 2011).  
 
Ces expérimentations nous ont donc permis de conclure quant à l’existence d’un complexe 
contenant GCP4, 5 et 6 indépendamment du TuRC. 
 
 
Figure 33 : Le sous complexe existe indépendamment du TuRC.  
(A) Des extraits solubles de cellules contrôle sont fractionnés sur gradient de sucrose, toutes les GCPs 
sont présentes dans la fraction du TuRC (7). Les fractions 3 à 7 sont ensuite soumises à une 
immunoprécipitation contre GCP4. Dans la fraction 7, toutes les GCPs co-immunoprécipitent, dans les 
autres fractions, seule la tubuline co-immunoprécipite avec GCP4. (B) Des extraits solubles de 
cellules traitées par un siRNA GCP2 sont fractionnés sur gradient de sucrose. Les quantités de TuRC 
et de TuSC sont fortement réduites, il y a également une forte co-régulation des autres GCPs. Les 
fractions 3 à 7 sont ensuite soumises à une immunoprécipitation contre GCP4. Dans la fraction 5, 
GCP4, 5 et 6 sont co-immunoprécipitées indépendamment de GCP2 et GCP3. La tubuline  est 

















Discussion et perspectives 
 
Les premières images en microscopie électronique du TuRC de Drosophila melanogaster 
ont conduit à la proposition d’un modèle dans lequel les TuSCs constitueraient l’hélice du 
TuRC tandis que GCP4, 5 et 6 formeraient une coiffe (Moritz et al. 2000). Ces dernières 
années, l’obtention par cryo-EM de la structure de l’hélice de TuSC de Saccharomyces 
cerevisiae (Kollman et al. 2011; Kollman et al. 2015) ainsi que la résolution de la structure 
atomique de GCP4 (Guillet et al. 2011) ont conduit à la proposition d’un nouveau modèle 
dans lequel GCP4, 5 et 6 feraient partie intégrante de l’hélice. Dans ce modèle, les GCPs 
établiraient des interactions via leur domaine N-terminal. Les interactions entre GCP2 et 
GCP3 au sein du TuSC ont été décrites ces dernières années (Guillet et al. 2011; Kollman et 
al. 2008; Kollman et al. 2010; Kollman et al. 2015). Mais très peu de données sont 
disponibles sur les interactions impliquant les GCPs spécifiques du TuRC. Actuellement, la 
position de GCP4, 5 et 6 au sein du TuRC demeure toujours une énigme. Pourtant la 
question de la position de GCP4, 5 et 6 est de première importance pour établir un modèle du 
TuRC. Durant ma thèse, j’ai tenté de répondre à cette question.  
 
I. GCP4, 5 et 6 font partie de l’hélice du TuRC 
 
En utilisant une stratégie d’échange de domaines, j’ai pu mettre en évidence que c’est le 
domaine N-terminal des GCPs qui détermine l’identité des GCPs, les domaines C-terminaux 
étant interchangeables.  
J’ai également montré par une approche de FLIM-FRET, qu’au sein du TuRC, GCP4 et 
GCP5 établissaient des interactions latérales via leur domaine N-terminal, comme c’est le cas 
pour GCP2 et GCP3 au sein du TuSC.  
Mes résultats supportent l’idée qu’au sein du TuRC, les interactions entre GCPs sont 
déterminées par leur domaine N-terminal, le domaine C-terminal aurait pour fonction 
principale de lier la tubuline .  
Dans les modèles structuraux basées sur la superposition de la structure atomique de GCP4 au 




des GCPs sont très proches les uns des autres et c’est par leur intermédiaire que les GCPs 
interagissent entre elles. Les domaines C-terminaux, quant à eux, sont plus éloignés les uns 
des autres et ne semblent pas établir d’interactions entre eux. Dans ce modèle, le domaine N-
terminal devrait jouer un rôle prépondérant dans la fonction des GCPs. C’est ce que montrent 
mes résultats. 
En revanche, si GCP4, 5 et 6 forment une coiffe, il n’y a pas de raison pour que les domaines 
C-terminaux des GCPs soient échangeables. Dans cette configuration, il semble donc 
hautement improbable que les chimères N42C, N43C, N45C et N46C puissent compenser la 
perte de GCP4. Ce modèle n’est donc pas cohérent avec les résultats que j’ai obtenus. 
J’apporte ainsi les premières données expérimentales soutenant le nouveau modèle du TuRC.  
 
Lors de mes expérimentations, j’ai pu remarquer une expression différente des chimères 
suivant les conditions. De manière générale, l’expression des chimères est plus importante 
après RNAi contre GCP4 qu’après RNAi contre une autre GCP. Dans le cas des chimères 
N45C et N34C, cette différence est critique puisque suite à un traitement des cellules avec un 
siRNA contre GCP5 ou GCP3, respectivement, l’expression des chimères est si faible qu’elle 
ne me permet pas de tirer de conclusion quant à leur capacité à compenser la perte de GCP3 
ou GCP5. Cette différence d’expression des chimères en fonction de la GCP déplétée est 
surprenante compte tenu du fait qu’il s’agit de la même lignée pour les différents traitements. 
Il semblerait donc qu’il y ait un contrôle de l’expression des chimères en fonction des GCPs 
présentes dans la cellule. Les chimères contenant la partie N-terminale de GCP4 peuvent 
remplacer GCP4, il pourrait donc y avoir un contrôle de la quantité de protéines reconnues 
comme GCP4 dans la cellule. Ceci expliquerait pourquoi la quantité des chimères contenant 
le domaine N-terminal de GCP4 est plus importante après RNAi contre GCP4. En revanche 
pour ce qui concerne les chimères contenant le domaine C-terminal de GCP4, je ne dispose 
d’aucune explication. 
A l’exception des constructions contenant le domaine N-terminal de GCP6, le niveau 
d’expression des protéines est proche du niveau des GCPs endogènes. Dans ce système, on 
pourrait s’attendre à ce que le niveau d’expression des protéines soit supérieur à celui qui est 
observé dans mes expériences. Même en augmentant la concentration en doxycycline, le 
niveau d’expression des chimères n’augmente pas. Il y a donc une régulation du niveau 
d’expression des GCPs mais à quel niveau ? transcription ? traduction ? stabilité de la 




aucune étude ne s’est intéressé à la régulation individuelle des GCPs. Il serait donc intéressant 
d’étudier comment les GCPs sont régulées individuellement, cela permettrait probablement 
également de mieux comprendre comment la quantité de TuRC dans la cellule est régulée. 
Pour la chimère N45C, si elle se comporte comme les autres chimères, elle ne devrait pas être 
capable de compenser la perte de la GCP correspondant à son domaine C-terminal. Je ne 
m’attends donc pas à ce que la chimère puisse compenser la perte de GCP5, même si elle est 
exprimée à un niveau proche de l’endogène.  
En revanche, si la chimère N34C se comporte comme les autres chimères, je m’attends à ce 
qu’elle puisse compenser la perte de la GCP correspondant à son domaine N-terminal. Je 
m’attends donc à ce que la chimère N34C puisse compenser la perte de GCP3 si elle est 
exprimée à un niveau proche de la GCP3 endogène. Dans le cas où, même en étant exprimée à 
un niveau proche de la GCP3 endogène, la chimère N34C ne serait pas capable de compenser 
la perte de GCP3, il est possible que GCP3 soit une exception et qu’elle tire sa spécificité à la 
fois de son domaine N-terminal et de son domaine C-terminal. Il faut cependant noter que des 
observations du TuSC de levure en microscopie électronique ont pu mettre en évidence une 
région charnière entre les domaines N- et C-terminaux de GCP3 permettant flexibilité du 
domaine C-terminal (Kollman et al. 2008). Or la jonction entre le domaine N-terminal et le 
domaine C-terminal des chimères est exactement au niveau de cette charnière. Il est donc 
également possible que, pour cette chimère, les changements effectués au niveau de cette zone 
conduisent à une modification de l’orientation entre les domaines N- et C-terminaux de la 
chimère ne permettant pas à la protéine d’être fonctionnelle.  
 
Le fait que ce soit le domaine N-terminal qui détermine l’identité des GCPs est cohérent avec 
le fait que c’est au sein du domaine N-terminal des GCPs qu’il y a le plus de variabilité, tandis 
que les variations entre les extrémités C-terminales sont mineures (Guillet et al. 2011). Chez 
Saccharomyces cerevisiae, Spc110, une protéine régulatrice de l’assemblage des TuSCs en 
complexes d’ordre supérieurs interagit avec le domaine N-terminal de GCP2 et GCP3 
(Kollman et al. 2010; Kollman et al. 2015). Il a également été montré que MOZART1 
interagit avec le domaine N-terminal de GCP3 (Janski et al. 2012; Dhani et al. 2013). Il 
semblerait donc que le domaine N-terminal des GCPs soit également un domaine 
particulièrement ciblé par les protéines interagissant avec le TuRC. 
Entre les domaines conservés, les GCPs possèdent des insertions de séquence dont la taille 




extrémité N-terminale d’une taille variable. J’ai pu montrer que cette extension est essentielle 
pour GCP6. La question de l’importance de cette extension pour GCP5 est en suspens mais si 
les résultats dont je dispose sont confirmés, il semblerait qu’elle soit également essentielle.  
La modélisation de la structure atomique de GCP4 dans l’enveloppe de TuSC a permis de 
mettre en évidence que les interactions entre GCPs au sein du TuSC sont essentiellement 
médiées par les séquences qui précèdent le GRIP1 ainsi que le début du GRIP1 (Guillet et al. 
2011). La spécificité des interactions entre GCPs pourrait donc fortement dépendre de ces 
extensions.  
Pour confirmer ou infirmer cette hypothèse, il serait également intéressant d’étudier 
l’importance de l’extension N-terminale de GCP2 et GCP3 dans la formation du TuRC en 
utilisant une approche de mutagénèse similaire à celle déjà utilisée. 
 
II. GCP4, 5 et 6 forment un sous complexe 
 
Après avoir apporté des données soutenant l’idée que GCP4, 5 et 6 sont intégrées dans 
l’hélice, j’ai cherché à déterminer leur position. Je suis parti de l’hypothèse que les GCPs 
spécifiques du TuRC occupent une position bien déterminée dans le complexe. Cette 
hypothèse est appuyée par le fait que les GCP4, 5 et 6 n’ont pas des fonctions redondantes 
puisque la perte d’une seule d’entre elles entraine la perte du TuRC (Vérollet et al. 2006; 
Xiong & Oakley 2009; Bahtz et al. 2012). Dans un premier temps, j’ai étudié leur agencement 
les unes par rapport aux autres : forment-elles un sous complexe au sein du TuRC ou bien 
sont-elles éparpillées ? 
Des études chez Schizosaccharomyces pombe et Aspergillus nidulans indiquent qu’il existe 
une hiérarchie des GCPs pour leur interaction avec le TuSC et leur recrutement au SPB 
(Anders et al. 2006; Xiong & Oakley 2009; Masuda & Toda 2016). GCP6 ne nécessite pas la 
présence de GCP4 ou de GCP5 pour interagir avec le TuSC et être recrutée au SPB. Pour que 
GCP4 soit recrutée au SPB et interagisse avec le TuSC, GCP6 est nécessaire mais pas GCP5. 
Enfin, le recrutement de GCP5 au SPB et son interaction avec le TuSC requiert la présence 
de GCP6 et GCP4. Des études de pull-down ont également mis en évidence une interaction 
entre GCP4 et GCP6 en absence de GCP5 ainsi qu’une interaction entre GCP4 et GCP5 en 




évidence en absence de GCP4. Il semblerait donc que GCP4, 5 et 6 forment un sous complexe 
chez les levures.  
Cependant, la question de la dépendance au TuSC de ces interactions restait en suspens. De 
plus dans ces organismes le TuRC n’est pas essentiel, la question de la conservation de ces 
interactions chez les organismes pour lesquels le TuRC est essentiel se pose donc. 
 
Durant ma thèse j’ai montré qu’il était possible d’isoler un sous complexe GCP4-5-6 en 
déstabilisant le TuRC avec des sels dans les cellules humaines. J’ai également pu montrer 
que l’existence de ce sous complexe ne dépendait pas du TuSC puisqu’après déplétion de 
GCP2, ce complexe peut toujours être isolé. J’ai également réalisé des expériences de pontage 
moléculaire sur du TuRC purifié qui m’ont permis de mettre en évidence un pontage entre 
GCP4 et GCP5, renforçant ainsi les données obtenues en FLIM-FRET. Dans les conditions 
testées je n’ai pas pu mettre en évidence de pontage entre les protéines du TuSC. Les 
interactions entre GCPs intra et inter TuSC sont relativement semblables (Kollman et al. 
2011; Guillet et al. 2011), tous les TuSC sont donc très probablement pontés entre eux ou pas 
du tout pontés. Les complexes pontés auraient une taille trop importante et ne pourraient donc 
pas pénétrer dans le gel. J’ai pu constater qu’une quantité importante de protéines restent dans 
le gel de concentration et ne pénètrent pas dans le gel de séparation. 
 
Pour compléter cette étude, il serait intéressant de savoir si les relations d’interaction entre 
GCP4, 5 et 6 observées chez les levures sont conservées chez les mammifères. Il serait 
également intéressant de caractériser comment ces protéines interagissent. J’ai déjà montré 
que GCP4 et GCP5 établissent des interactions de type TuSC, mais qu’en est-il de GCP6 ?  
 
L’existence et l’importance de ce sous complexe permettent d’émettre plusieurs hypothèses 
quant à son rôle. Ce sous complexe pourrait jouer un rôle d’initiateur pour l’assemblage des 
TuSCs en hélices. Il pourrait, au contraire, limiter le nombre de TuSC dans l’hélice et 
définirait donc la taille du TuRC. Pour assurer ces rôles, le sous complexe devrait occuper 
une position particulière au sein de l’hélice : au début et/ou à la fin. Afin de positionner ce 





III. Position des GCPs 4, 5 et 6 au sein du TuRC 
 
Le TuRC ne possède pas de fonction enzymatique, sa fonction lui est directement conférée 
par sa structure. Il en va de même pour les GCPs, il y a donc un lien étroit entre la position et 
la fonction des GCPs au sein du TuRC. Il est donc essentiel de déterminer la position des 
GCP4, 5 et 6 au sein du TuRC pour la compréhension de leur(s) rôle(s) et établir un modèle 
structural du complexe. J’ai montré que GCP4, 5 et 6 sont intégrées dans l’hélice du TuRC 
sous la forme d’un sous complexe. J’ai donc cherché à déterminer la position de ce sous 
complexe. 
L’ambition initiale de l’approche par FLIM-FRET était d’établir une carte d’interaction entre 
toutes les GCPs au sein du TuRC me permettant ainsi de déterminer la position des GCPs les 
unes par rapport aux autres dans le TuRC. J’ai dû faire face à plusieurs challenges lors de 
cette approche. Le premier est que la stœchiométrie précise du complexe n’est pas connue ce 
qui complique considérablement l’analyse des données. J’ai également dû exclure GCP2 de 
l’analyse. Ces difficultés ne m’ont pas permis d’obtenir une carte complète des interactions 
entre GCPs. Bien que cette approche m’ait permis d’obtenir de nouvelles données, elle ne me 
permet pas de définir précisément la position des GCP4, 5 et 6 au sein du TuRC. L’objectif 
initial n’a donc été atteint que partiellement. 
 
Dans cette approche, le choix de ne pas dépléter les GCPs endogènes a été fait. Il y a donc une 
compétition entre les GCPs endogènes et les GCPs étiquetées avec des protéines 
fluorescentes. Or les GCPs exogènes sont transfectées dans les cellules de manière transitoire. 
Il devrait donc y avoir une expression importante des GCPs exogènes par rapport aux GCPs 
endogènes, ce qui devrait limiter les effets de la compétition pour l’intégration dans le TuRC. 
 
Les données indiquent qu’il y aurait des interactions latérales entre GCP5 et GCP3 puisqu’une 
efficacité de FRET significative (8,7%) est mesurée quand les deux protéines sont étiquetées à 
leur extrémité C-terminale ce qui supporterait l’idée que GCP5 et donc par extension GCP4 
seraient bien dans l’hélice du TuRC. Cependant ces interactions n’ont pas pu être confirmées 
avec la chimère N54C (6,2% d’efficacité de FRET). Cette valeur est à la limite de ce qui est 
considéré comme significatif. Le domaine C-terminal de GCP4 pourrait avoir une 
conformation légèrement différente de GCP5 et ainsi modifier l’efficacité de FRET. Une 




mC indiquant une proximité entre l’extrémité N-terminale de GCP5 et l’extrémité C-terminale 
de GCP3. Au sein d’un TuSC, la distance entre l’extrémité N-terminale d’une GCP et 
l’extrémité C-terminale d’une autre GCP ne devrait pas permettre un transfert d’énergie. Il est 
possible d’interpréter ces données de deux façons. La première consiste à dire que 
l’interaction entre GCP5 et GCP3 n’est pas de type « TuSC » ou serait non spécifique. 
L’autre possibilité est que GCP5 se situerait au dessus de GCP3, au niveau de la zone de 
recouvrement de l’hélice ce qui fournirait une information importante quant à la position de 
GCP5 au sein du TuRC. Il faut cependant remarquer qu’une efficacité de FRET significative 
n’est pas mesurée entre GFP-GCP4 et GCP3-mC ce qui pourrait être attendu compte tenu des 
résultats précédents indiquant que GCP4 et GCP5 établissent des interactions de type TuSC. 
Dans l’hélice de TuSC de levure, l’estimation de la distance au niveau de la zone de 
recouvrement entre l’extrémité C-terminale de la GCP du « dessous » et l’extrémité N-
terminale des GCPs du TuSC du « dessus » est entre 10 et 11nm. Il n’est donc pas étonnant 
de ne pas mesurer d’efficacité de FRET significative avec GCP4. Or GCP5 possède une 
extension N-terminale de 270 résidus qui n’est pas visible dans l’hélice de TuSC de levure 
(les GCP2 et 3 de levures possèdent une extension N-terminale de 50 à 100 résidus). Cette 
extension pourrait donc rapprocher l’extrémité N-terminale de GCP5 de l’extrémité C-
terminale de la GCP3 du « dessous ». 
D’autres expériences sont donc nécessaires pour tirer des conclusions de ces données. Pour 
cela, il me semble important de tester le couple inverse GCP5-GFP + mC-GCP3. Si aucune 
efficacité de FRET significative n’est mesurée, l’hypothèse selon laquelle GCP5 serait « au-
dessus » de GCP3 serait renforcée. Dans le cas contraire, l’interprétation des données des 
couples concernant GCP5 et GCP3 serait hasardeuse. 
 
Aucune efficacité de FRET significative n’est mesurée avec GCP6 lorsque les GCPs sont 
étiquetées à leur extrémité C-terminale. Une possibilité est que GCP6 n’est voisine ni de 
GCP4 ni de GCP5. Cependant, GCP6 possède des insertions de tailles considérables, ce qui 
pourrait affecter la position de l’extrémité C-terminale et donc expliquer ces résultats. Les 
estimations de distance effectuées à partir de l’hélice de TuSC de levure ne sont donc pas 
applicables à GCP6. Utiliser des constructions dans lesquelles les protéines fluorescentes sont 
insérées au sein même de GCP6 pourrait permettre de mesurer une efficacité de FRET 
significative avec les autres GCPs. Une autre contrainte s’ajoute à cette stratégie. Il est 




possibilités de rotation des protéines fluorescente. Or l’orientation des fluorophores l’un par 
rapport à l’autre influe sur le FRET.  
 
J’ai également étudié la proximité entre les GCPs, sans me limiter à un voisinage direct, en 
étiquetant les extrémités N-terminales des GCPs. Pour les couples impliquant deux GCPs 
étiquetées à leur extrémité N-terminale, même s’il existe des extensions N-terminales dans 
GCP5 et GCP6, si deux GCPs sont proches dans l’espace l’une de l’autre, une efficacité de 
FRET significative devrait être mesurée (la distance estimée entre deux GCPs séparées par 
une autre GCP est inférieure à 4nm dans l’hélice de TuSC de levure). J’ai ainsi confirmé 
l’interaction entre GCP4 et GCP5. J’ai également pu observer une proximité entre GCP4 et 
GCP6, comme attendu compte tenu du fait qu’elles forment un sous complexe. De manière 
surprenante, aucune proximité entre les extrémités N-terminales de GCP5 et GCP6 n’est 
observée. Il en est de même entre les extrémités N-terminales de GCP4, s’il y a plusieurs 
GCP4 dans le complexe, elles ne seraient donc pas situées à proximité l’une de l’autre. 
Bien que certaines de ces données doivent être confirmées, elles me permettent de proposer 
plusieurs modèles structuraux du TuRC (Figure 34).  
Dans les modèles en figure 34 A, GCP4, 5 et 6 forment un complexe et sont localisées au 
début ou à la fin de l’hélice. Je considère ces modèles comme les moins probables car ils ne 
tiennent pas compte du fait qu’aucun FRET significatif n’est mesuré entre les extrémités N-
terminales de GCP5 et GCP6. Dans l’état actuel des choses, il n’est cependant pas possible de 
les exclure. 
Les modèles présentés en figure 34 B et C tiennent compte du fait que les extrémités N-
terminales de GCP5 et GCP6 ne sont pas proches dans l’espace, ce qui implique qu’une partie 
du complexe est à une extrémité de l’hélice et l’autre partie du complexe à l’autre extrémité. 
Le lien entre les deux extrémités du complexe pourrait se faire via l’insertion de GCP6. La 
taille de cette insertion (827 résidus pour une masse estimée de 89kDa) serait compatible avec 
cette hypothèse. Ce lien pourrait également se faire via l’extension N-terminale de GCP6. 
Bien qu’elle soit plus petite que l’insertion centrale de GCP6, sa taille reste importante (366 
résidus pour une masse estimées à 40kDa). Dans ces modèles, GCP6 établirait donc deux 
types d’interactions : une première de type TuSC entre les domaines N-terminaux des GCP4 
et GCP6 à une extrémité de l’hélice et une seconde entre l’insert ou l’extension N-terminale 
de GCP6 et GCP4 et/ou GCP5 situées à l’autre extrémité de l’hélice. Pour appuyer ces 




pas proches dans l’hélice. Le concept d’une interaction entre le début et la fin de l’hélice 
impliquant l’insert ou l’extension N-terminale de GCP6 est nouveau. Il me semble donc 
également essentiel de confirmer cette interaction.  
Enfin, le modèle de la figure 34 C pourrait être envisageable s’il est également confirmé que 
GCP5 est bien au-dessus de GCP3 dans l’hélice.  
 
Pour l’heure, aucun de ces modèles ne peut être exclu ou validé. Pour affiner les modèles, 
l’étude de la co-dépendance des GCP4, 5 et 6 pour la formation du sous complexe devrait 
permettre de mieux comprendre les interactions entre ces GCPs. Si les résultats sont similaires 
à ceux obtenus chez la levure, GCP6 et GCP4 devrait interagir directement ensemble, tout 
comme GCP4 et GCP5. En revanche, sans GCP4, GCP6 ne devrait pas interagir avec GCP5. 
Il ne devrait donc pas y avoir d’interactions directes entre GCP6 et GCP5. Des expériences 
préliminaires semblent indiquer une interaction directe entre GCP4 et GCP6, comme c’est le 
cas chez les levures. L’obtention de la stœchiométrie précise du complexe aiderait 
grandement dans l’établissement d’un modèle structural du TuRC. 
 
 
Figure 34 Propositions de modèles structuraux du TuRC.  
(A) GCP4, 5 et 6 forment un sous complexe localisé au début ou à la fin de l’hélice. Au sein du sous 
complexe, GCP4, 5 et 6 établissent uniquement des interactions latérales. L’ordre des protéines n’est 
pas déterminé (B) GCP4, 5 et 6 forment un sous complexe dont une partie est localisé au début et 
l’autre à la fin de l’hélice. D’un côté de l’hélice, GCP4 et GCP5 établissent des interactions latérales, 
de l’autre côté, GCP4 et GCP6 établissent aussi des interactions latérales. La GCP6 d’un côté de 
l’hélice et la GCP4 de l’autre côté de l’hélice établissent également des interactions longitudinales. 
L’ordre des protéines n’est pas déterminé. (C) Modèle basé sur le modèle B dans lequel l’ordre des 
protéines est défini. Ce modèle implique que les données concernant GCP5 et GCP3 soient 
confirmées. Dans ce modèle, le complexe GCP4-GCP5 se situe à la fin de l’hélice, GCP4 terminant 









IV.A.  Etude du rôle des domaines des GCPs dans leur fonction.  
 
Dans mon analyse de chimères, je n’ai pas analysé toutes les combinaisons possibles. Pour 
des raisons d’ordre pratiques, j’ai limité l’étude aux chimères composées de GCP4 en fusion 
aux autres GCPs (8 chimères). Il serait intéressant de compléter l’étude en analysant toutes les 
combinaisons possibles de chimères. La charge que cela représente est importante, cela 
représente encore 12 lignées stables exprimant des chimères à établir et étudier. 
Je suis convaincu que les chimères constituent un outil formidable pour l’étude des rôles des 
différents domaines C-terminaux des GCPs.  
Par exemple, les chimères N23C et N32C semblent particulièrement intéressantes dans le 
cadre de l’étude de l’activation du TuRC. L’hypothèse dominante actuellement quant à 
l’activation du TuRC est qu’elle se fait suite à un basculement du domaine C-terminal de 
GCP3 d’une position inactive à une position active. L’étude des chimères N23C et N32C et 
de l’activité des TuRCs formés avec ces chimères pourrait permettre d’élucider le rôle des 
domaines de GCP3 dans cette activation. Par des expériences de renucléation après RNAi, il 
serait possible d’étudier l’impact de ces chimères sur l’activité du TuRC. La majorité du pool 
de TuRC est sous forme inactive dans le cytoplasme, si les TuRC qui contiennent une de 
ces chimères sont constitutivement actifs, des asters devraient se former dans le cytoplasme 
lors de la renucléation. En revanche si une chimère est capable de former des TuRC non 
activables, la nucléation au centrosome sera fortement retardée et il est fort probable que les 
fuseaux mitotiques soient monopolaires.  
 
Les chimères pourraient également être utilisées pour étudier la capacité des domaines C-
terminaux à lier la tubuline . En fusionnant les domaines C-terminaux des GCPs au domaine 
N-terminal d’une même GCP, il serait alors possible de comparer uniquement la capacité des 
domaines C-terminaux à lier la tubuline , en particulier pour les GCPs spécifiques du TuRC. 
La question de la nécessité de GCP4, 5 et 6 à lier la tubuline  se pose puisqu’un mutant de 
GCP4 incapable de lier la tubuline  peut former des TuRCs fonctionnels en absence de 





IV.B.  Obtention de la stœchiométrie du complexe 
 
Comme je l’ai déjà mentionné, il existe des données sur la stœchiométrie du TuRC mais ces 
dernières sont approximatives car basées sur la quantification de l’intensité de bande de gels 
(Choi et al. 2010). L’obtention de la stœchiométrie précise du complexe faciliterait 
grandement l’interprétation des données et donc la construction d’un modèle structural du 
TuRC. 
Laurent Emorine, un membre de l’équipe, est en train de développer une nouvelle méthode de 
purification du TuRC et des sous complexes GCP4-5-6 (Figure 35 A et B). Pour cela il a 
établi par CRISPR-Cas9 des lignées cellulaires Hek dans lesquelles la GCP6 endogène est 
remplacée par une GCP6 en fusion avec une étiquette 6-Histidines. Les premières images en 
microcopie électronique semblent confirmer que les complexes ainsi purifiés sont bien des 
TuRC (Figure 35 C). Ces complexes purifiés pourraient être soumis à de la spectrométrie de 
masse native afin d’obtenir la stœchiométrie précise du complexe. Le principal obstacle pour 
le moment est la quantité de complexe purifié nécessaire pour une expérience de 
spectrométrie de masse native (2µg de complexe par expérience), le TuRC étant un 
composant minoritaire dans la cellule. 
 
Figure 35 Purification de TuRC. 
(A) TuRC purifié à partir de cellules Hek exprimant GCP6 étiqueté 6-Histidine. (B) Purification du 
sous complexe GCP4-5-6 purifié à partir de cellules Hek exprimant GCP6 étiqueté 6-Histidine. (C) 
Observation en microscopie électronique de TuRC purifié en A. Les complexes purifiés ont bien une 
forme d’anneau et un diamètre d’environs 25nm, comme attendu (flèche). 
 
IV.C.  Identification précise des interactions entre GCPs 
 
Un moyen de proposer un modèle structural du TuRC consiste à identifier les interactions 







 A l’exception de GCP4, individuellement, les GCPs sont des protéines insolubles. Il n’est 
donc pas possible de mener des études in vitro pour tester les interactions des GCPs deux à 
deux. 
La spectrométrie de masse native pourrait également permettre d’identifier les interactions 
entre GCPs. Pour pousser plus loin l’analyse des interactions entre GCPs, il serait intéressant 
de faire un potage moléculaire sur des TuRCs isolés et de les soumettre à des expériences de 
spectrométrie de masse. Il serait alors possible d’identifier les peptides des GCPs pontées 
entre eux et ainsi, en plus d’établir une carte d’interaction des GCPs, de savoir précisément 
quelles sont les zones de contact entre GCPs dans le TuRC. Cette approche doit cependant 
faire face à plusieurs contraintes. Premièrement, la quantité de complexe nécessaire pour de 
telles expérimentations est importante. Deuxièmement, il faut définir des conditions dans 
lesquelles le rendement de pontage moléculaire est très élevé (plus le rendement de pontage 
est élevé, plus la quantité de fragments pontés est importante, moins il faut de complexe au 
départ).  
 
Dans les modèles présentés en figure 34 B et C, il est proposé que GCP4 et GCP6 établissent 
des interactions longitudinales via l’insertion centrale de GCP6 ou via l’extension N-terminale 
de GCP6. Pour tester cette hypothèse, j’ai commencé à mettre en place des expériences de 
pull down entre soit l’insertion de GCP6 soit l’extension N-terminale de GCP6 et soit GCP4 
pleine taille soit des domaines de GCP4. La poursuite de ces expérimentations et leur 
extension à d’autres domaines de GCPs pourrait permettre de mieux comprendre comment les 
GCPs interagissent entre elles. L’avantage de cette approche par rapport aux approches de 
spectrométrie de masse est qu’elle est plus simple à mettre en place, elle fournira en revanche 
moins de données.  
 
IV.D.  Structure et rôles du sous complexe en microscopie électronique. 
 
La question du rôle du complexe GCP4-5-6 se pose également. Il a été montré que les GCPs 
4, 5 et 6 sont essentielles pour le TuRC puisqu’après leur déplétion, le TuRC n’est plus 
visualisable sur gradient de sucrose (Vérollet et al. 2006; Bahtz et al. 2012). Mais ce rôle est-il 
lié à la stabilité du complexe ou bien à la formation même du complexe ? Si leur rôle est lié à 




instables de taille variable. Ce complexe pourrait aussi servir d’amorce à la multimérisation 
des TuSCs pour former le TuRC. Il est également possible que le complexe serve à la fois 
d’amorce et de terminateur de l’assemblage du TuRC et qu’il assure sa stabilité. Identifier le 
rôle que joue ce complexe dans l’assemblage ou la stabilité du TuRC me semble de première 
importance dans la compréhension de l’assemblage et la stabilité du TuRC. 
 
L’étude en microscopie électronique de sous complexes GCP4-5-6 isolés donnerait des 
indications sur sa position dans le TuRC et donc sur sa fonction. Si au sein du complexe, 
toutes les GCPs sont les unes à cotés des autres et établissent des interactions latérales, cela 
soutiendrait les modèles présentés en figure 34 A. Si le complexe a la forme de deux TuSC 
les uns au-dessus des autres et établissent des interactions longitudinales, les modèles en 
figure 34 B et C seraient alors renforcés.  
L’obtention d’une grande quantité de sous complexe pur est un pré-requis pour une telle 
approche. 
 
IV.E.  Structure du TuRC en microscopie électronique 
 
L’observation de TuRC purifié en microscopie électronique et la reconstruction de la 
structure par tomographie est la méthode la plus directe pour obtenir la structure du complexe 
à haute résolution. Cependant les dernières observations du TuRC datent de plus de 15 ans 
(Moritz et al. 2000). En effet cette approche requiert des échantillons de TuRC concentrés et 
homogènes. Or, de par sa taille et sa faible abondance dans les cellules, il est particulièrement 
compliqué de remplir ces conditions. L’évolution des techniques de microscopie électronique 
et de purification du complexe permettront peut-être un jour d’obtenir la structure à haute 
résolution. 
Une approche plus simple et moins complexe pour positionner les GCP4, 5 et 6 dans le 
TuRC consisterait à marquer ces protéines avec des particules denses aux électrons et 
d’observer le TuRC purifié en microscopie électronique. Dans l’équipe, nous nous 
intéressons à cette approche. Pour localiser GCP6 dans le TuRC, il serait possible de coupler 
l’étiquette 6-Histidines à une particule d’or Ni-NTA-Au. Contrairement à l’utilisation 




sans protéine intermédiaire, ce qui permet de positionner GCP6 de manière beaucoup plus 
précise au sein du complexe. 




Durant ma thèse, je me suis intéressé à la position des GCP4, 5 et 6.  
En combinant des approches biochimiques, biophysiques et de mutagénèse, j’ai pu apporter 
les premières données expérimentales supportant l’idée selon laquelle les GCP4, 5 et 6 font 
partie du l’hélice de TuRC.  
J’ai également montré qu’au sein du TuRC, GCP4 et GCP5 forment un complexe de type 
TuSC. J’ai aussi mis en évidence un complexe contenant les GCP4, 5 et 6 dont l’existence ne 
dépend pas du TuSC.  
Ces données me permettent de proposer plusieurs modèles d’organisation du TuRC. Des 












Matériel et méthodes 
 
I. Construction de plasmides  
 
Les cDNAs de GCP2, 3, 4, 5, 6 humaines ont été clonés dans pDCNA/FRT/TO (Invitrogen). 
Pour les expériences de FLIM-FRET, les séquences de l’acGFP et mCherry ont été ajouté en 
3’ ou en 5’ des séquences codantes pour les GCPs par PCR avec un linker de 6 résidus 
(AcGFP/mCherry-AGGGGG-GCP or GCP-GGGGGA-AcGFP/mCherry). Les chimères ont 
été construites en insérant un site NheI à la jonction des domaines animo et carboxy 
terminaux par PCR. Les domaines ont ensuite été échangé en utilisant le site NheI et des sites 
de restriction présent dans le plasmide pCDNA5/FRT/TO. Pour les chimères impliquant 
GCP3 et la chimère N242C, les domaines ont été échangés en utilisant le kit Gibson (NEB) 
sans introduction du site de restriction NheI. Les mutants de délétion de régions de GCP5 et 
GCP6 ont été clonés en utilisant le kit Gibson. 
 
II. Culture cellulaire et génération de lignées stables 
 
La ligné cellulaire HeLa Flp-in T-Rex (données par S. Taylor, University of Manchester, UK) 
ainsi que les U2OS T-Rex Myc-Nlp (donnée par E. Nigg, University of Basel, Switzerland) et 
la lignée Hela S3 tubuline -Myc-TAP (donnée par Jens Lüders, IRB Universitat de 
Barcelona, Espagne) ont été mise en culture à 37°C dans une atmosphère à 5% CO2 dans du 
Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM) supplémenté avec 10% de sérum bovin fœtal. 
Les cellules HeLa Flp-in T-Rex ont été mis en culture dans du milieu additionné de zéocine 
(100µg/mL) et blasticidine (5µg/mL). Les vecteurs pCDNA5/FRT/TO contenant les cDNAs 
des GCPs ont été cotransfectés avec le plasmide encodant la Flp recombinase pOG44 
(Invitrogen) en utilisant du CaCl2. Des clones résistant à l’hygromycine (200µg/mL) ont été 
récupérés et cultivés pour obtenir des lignées cellulaires clonales. L’expression du transgène a 
été induite par addition de doxycycline 1µg/ml dans le milieu de culture. Deux clones 
indépendants avec des niveaux d’expression similaires à la protéine endogène ont été choisis 




été mise en culture dans du milieu additionnée de zéocine (100µg/mL) et d’hygromycine 
(50µg/mL). La surexpression de la Nlp a été induite en utilisant de la doxycycline à une 
concentration finale de 1µg/ml. La lignée HeLa S3 tubuline -Myc-TAP a été mise en culture 
dans du milieu additionnée de geneticin (400µg/mL). 
 
III. RNAi et transfections 
 
Pour les RNAi, les séquences suivantes ont été utilisées comme cible : GCP2 
(5’GGCUUGACUUCAAUGGUUU3’), GCP3 (5’CGAUUAUCAUGUUGACGGA3’), 
GCP4 (5’GCUGCUUCAUCAGAUCAAU3’), GCP5 
(5’CGUUAUAUAGCGUAUCAGA3’), GCP6 (5’ GAUGAGACUCAACAGCUGC3’).  
 
Des oligomères de siRNA double brins (Ambion) ont été transfecté en utilisant la 
lipofectamine RNAi max (Invitrogen). Les cellules ont été ensemencées un jour avant la 
transfection à 600.000 cellules dans des boites de 100mm de diamètre (pour les gradients de 
sucrose) où à 100.000 cellules par puits, dans des plaques de 6 puits, sur les lamelles (pour 
l’immunofluorescence). 10nM de siRNA ont été transfectés comme préconisé dans le 
protocole du fournisseur et le milieu a été changé avec ou sans doxycycline 1µg/ml après 5h 
ou 24h. Les cellules ont été arrêtées 72h après transfection.  
Pour les expériences de FRET, 800ng de plasmide ont été transfectés en utilisant de la 
lipofectamine 2000 (Invitrogen) sur des cellules ensemencées sur les lamelles dans des 
plaques 24puits. Le milieu à été changé et additionné de doxycycline 1µg/ml après une nuit 
d’incubation. Après 7h d’induction, les cellules ont été fixées 15 minutes dans du 
paraformaldehyde 4% et montées dans entre lame et lamelles en utilisant du Vectashield. 
 
IV. Western Blots 
 
Les protéines ont été séparées par SDS-PAGE puis transférées sur membrane de 
nitrocellulose Amersham Protran 0,45µm NC. Les membranes ont ensuite été bloquées 2h 
dans du tampon de blocage « Blocking Buffer for Fluorescent Western Blotting - MB-070 » 
(Rockland). Les membranes ont été incubées 2h à température ambiante avec les anticorps 




10 minutes dans du TBS Tween 0,1%. Les membranes ont ensuite été incubées 1h à 
température ambiante avec les anticorps secondaires dans du tampon de blocage 0,5X dilué 
dans du TBS Tween 0,1% puis lavées 3 fois 10 minutes dans du TBS Tween 0,1%. Les 
protéines ont été détectées à l’aide du système d’imagerie Odyssey (Li-cor Biosciences), avec 
des anticorps conjugués à IRDye 800CW et 680CW (Invitrogen). Le logiciel Odyssey 2.1 a 




Les cellules cultivées sur des lamelles ont été fixées dans du méthanol à -20°C pendant au 
moins 15 minutes. Les lamelles ont ensuite été lavées 3 fois 5 minutes dans du PBS puis 
bloquées 5 minutes dans du tampon PBS, BSA 1%, Tween 0,1%. Les lamelles ont été 
incubées 1h à 37°C avec les anticorps primaires puis lavées 3 fois 5 minutes dans du PBS puis 
incubées 45minutes à 37°C avec les anticorps secondaires. Pour la détection, des anticorps 
secondaires conjugués à Alexa 488 or 568 (Invitrogen) ont été utilisés. Les lamelles ont 
ensuite été montées avec Vectashield additionné ou non de DAPI. La microscopie à 
fluorescence été effectuée à l’aide d’un microscope à champ large (Axiovert ; Carl Zeiss 
MicroImaging, Inc.) équipé d’un moteur en Z, et d’objectifs 40x (Plan Neofluar, 1,3 NA) ou 
63x (Plan Apo, 1,4 NA). Les images ont été acquise avec une caméra MRm et le logiciel 
Axiovision (Carl Zeiss MicroImaging, Inc.). Le traitement des images a été fait en utilisant le 
logiciel Adobe Photoshop. Pour les expériences de renucléation, les cellules sur lamelles ont 
été transférée dans du milieu refroidi sur glace et incubées pendant 1h afin de dépolymériser 
les microtubules. La renucléation a été effectuée en transférant les cellules dans du milieu à 
37°C pendant 15 secondes. Pour arrêter la renucléation, les cellules sont fixées dans du 
méthanol à -20°C. Pour toutes les quantifications, les barres d’erreurs correspondent à un 




Les anticorps primaires suivant ont été utilisés : anti-tubuline  : souris (Sigma), anti-tubuline 
 : souris TU-30 (Exbio) ou lapin R75 (Jullian et al., 1993), anti-GCP2 : lapin (Haren et al. 




anti-GCP5 : lapin H300 ou souris E1 (Santa-Cruz), anti-GCP6 : lapin (Abcam) ou souris H9 
(Santa-Cruz), anti-MYC : souris (Sigma). 
 
VII. Gradients de sucrose 
 
Les cellules ont été trypsinisées, rincées avec du PBS et resuspendues dans du tampon de 
gradient (50mM Hepes, 100mM KCl, 1mM EGTA, 1mM MgCl2, 1mM GTP, 1mM DTT) 
avec 1% de NP40 et de l’inhibiteur complet de protéase (Roche). Après 10 minutes de 
centrifugation à 16.000g, les extraits solubles ont été fractionnés sur gradient de sucrose 
continu (allant de 5 à 40% en sucrose solubilisé dans du tampon de gradient) en utilisant un 
rotor SW55-Ti (Beckman coulter) tournant à 50.000 rpm pendant 4h30. Les protéines des 
fractions ont été précipitées dans du méthanol glacé et resuspendues dans du tampon de 
charge. Pour les graphiques de quantification, le pourcentage de tubuline  dans la fraction 7 a 




Les cellules ont été trypsinisées, rincées avec du PBS et resuspendues dans du tampon IP 
(50mM Hepes, 1mM EGTA, 1mM MgCl2, 1mM GTP, 1mM DTT, Glycérol 10%) avec 1% 
de NP40 et de l’inhibiteur complet de protéase (Roche). Après 10 minutes de centrifugation à 
16.000g, l’extrait soluble a été fractionné en échantillons de 500g et la concentration en KCl 
des échantillons a été ajustée à 100, 300, 450 ou 600mM. Les échantillons d’extrait solubles 
sont incubés avec 1µg d’anticorps anti-GCP4 FL pendant 4h à 4°C. 50µL de billes 
magnétiques Dynabeads protéine A (Invitrogen) sont ensuite ajouté et incubées 1h à 4°C. Les 
billes sont ensuite lavées 3 fois dans du tampon IP. L’élution finale est effectuée avec du 
tampon Laemmli 2X. Les différents éluas sont ensuite analysés par Western blot. 
 
IX. Immunoprécipitations sur gradient de sucrose 
 
Les cellules de 3 boites de cellules HeLa à confluence ont été trypsinisées puis rincées avec 




MgCl2, 1mM GTP, 1mM DTT, Glycérol 10%) avec 1% de NP40 et de l’inhibiteur complet de 
protéase (Roche). Après 10 minutes de centrifugation à 16.000g, les extraits solubles ont été 
fractionnés sur gradient de sucrose continu (allant de 5 à 40% en sucrose solubilisé dans du 
tampon de gradient) en utilisant un rotor SW55-Ti (Beckman coulter) tournant à 50.000 rpm 
pendant 4h30. Chaque fraction est ensuite récupérée et incubée avec l’anticorps primaire 
pendant 2h à 4°C .50µL de billes magnétiques Dynabeads protéine A (Invitrogen) sont 
ensuite ajouté et incubées 1h à 4°C. Les billes sont ensuite lavées 2 fois dans du tampon IP 
puis sont éluées avec du tampon Laemmli 2X. L’éluât est ensuite analysé par Western blot. 
 
X. Expériences de pontage moléculaire 
 
Du TuRC ont été purifiés à partir de lignées stables HeLa S3 exprimant la tubuline Myc-
TAP suivant le protocole décrit dans Teixido-Travesa et al. 2010. Les complexes ainsi 
purifiés sont ensuite incubés avec du DSS (disuccinimidyl subérate) 0,5mM final 7 minutes à 
20°C, la réaction de pontage est arrêtée par ajout de tampon Tris pH8 50mM final 15 minutes 




Pour les expériences de FLIM-FRET, l’acquisition des données a été effectuée par Alain 
Jauneau de la plateforme genotoul-imagerie TRI sur le site de l’INRA. 
Pour le FLIM, la source lumineuse été un mode-locked Ti:sapphire LASER (Tsunami, model 
3941, Spectra-Physics, USA) pompé par une diode LASER de 10W (Millennia Pro, Spectra-
Physics) et fournissant des pulses de lumière ultrarapide (femtosecondes) avec une fréquence 
fondamentale de 80MHz. Un module de synchronisation (model 3980, Spectra-Physics) a été 
utilisé pour réduire le taux de répétition à 2MHz pour satisfaire les besoins de l’unité de 
déclanchement (marche à 2MHz) et pour éviter l’exposition à des pulses d’excitation non 
voulues. Toutes les expériences ont été menées à  = 850 nm, la longueur d’onde orptimale 
pour exciter la GFP en mode multiphoton (Chen and Periasamy, 2004). Toutes les images ont 
été acquises avec un objectif 60x (Plan Apo, 1,4 NA, IR) montée sur un microscope inversé 
(Eclipse TE2000E, Nikon, Japon) couplé à un système de FLIM. Avec cette installation, la 




microscope via un miroir dichroïque ( 750 nm). L’émission de fluorescence est redirigée 
dans l’unité de détection via le même port de caméra et sélectionnées avec un filtre de 
longueur d’onde (520/25 nm). L’unité de FLIM est composée de deux galvo miroirs qui 
scannent le long des axes x et y, une lentille relai et une streack caméra (Streakscope C4334, 
Hamamatsu Photonics, Japan) couplés à une caméra CCD rapide et à haute sensibilité (model 
C8800-53C, Hamamatsu). La décroissance de fluorescence est enregistrée pendant un 
intervalle de 20ns. Un binning 4x4 a été utilisé pour réduire le temps d’acquisition. Le gain 
MCP-PMT et le temps d’exposition de la caméra CCD ont été ajustés pour éviter la 
surexposition de la caméra CCD. Pour chaque image, un profil moyen de décroissance de 
fluorescence a été calculé et les temps de vie sont estimés en modélisant les données avec une 
fonction mono ou bi exponentielle en utilisant la procédure d’estimation non linéaire du 
moindre carré de Levenberg-Marquart. L’efficacité de FRET est calculée par l’équation E = 1 
- (DA)/(D) avec DA et D le temps de vie moyen du donneur en présence ou en absence de 
l’accepteur, respectivement. L’analyse statistique est faite par un test T de Student. La relation 
entre l’efficacité de FRET et la distance r entre le donneur et l’accepteur est donnée par 
l’équation E = 1/(r/R0)6 avec R0 la distance de Forster à laquelle il y a 50% d’efficacité de 
FRET. En se basant sur la théorie de Förster, si la distance r est supérieure à 1,5 R0, il n’y a 
pas de transfert d’énergie. En prenant en compte les caractéristiques du couple GFP-mCherry, 
on obtient une valeur proche de 7% d’efficacité de FRET, ce qui signifie que seules les 
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Microtubules are nucleated from multiprotein 
complexes containing -tubulin and associated 
“Gamma-tubulin Complex Proteins” (GCPs). 
Small complexes (TuSCs) comprise two 
molecules of -tubulin bound to the C-terminal 
domains of GCP2 and GCP3. TuSCs associate 
laterally into helical structures, providing a 
structural template for microtubule nucleation. In 
most eukaryotes, TuSCs associate with additional 
GCPs (4, 5 and 6) to form the core of the so-called 
“-Tubulin Ring Complex” (TuRC). GCPs 2-6 
constitute a family of homologous proteins. 
Previous structural analysis and modelling of 
GCPs suggest that all family members can 
potentially integrate into the helical structure. Here 
we provide experimental evidence for this model. 
Using chimeric proteins in which the N- and C-
terminal domains of different GCPs are swapped, 
we show that the N-terminal domains define the 
functional identity of GCPs, whereas the C-
terminal domains are exchangeable. FLIM-FRET 
experiments indicate that GCP4 and GCP5 
associate laterally within the complex, and that 
their interaction is mediated by their N-terminal 
domains, as previously shown for TuSCs. Our 
results suggest that all GCPs are incorporated into 
the helix via lateral interactions between their N-
terminal domains, whereas the C-terminal domains 
mediate longitudinal interactions with -tubulin. 
Moreover, we show that binding to -tubulin is not 




In all eukaryotes, microtubules are nucleated 
from specialised multiprotein complexes 
containing -tubulin and associated proteins 
(1–3). These complexes resemble small rings 
by electron microscopy, and are thus called “-
Tubulin Ring Complexes” or “TuRCs” (4–7). 
Closer inspection revealed that these TuRCs 
are helices of one turn, with the two ends 
overlapping. They are ubiquitous and essential 
for viability: the growth of new microtubules 
is crucial to drive mitotic spindle formation 
and cell division.  
TuRCs are mainly composed of -tubulin and 
of proteins of the GCP family. GCPs 
(“Gamma-tubulin Complex Proteins”) are 
characterised by sequence homology in two 
specific regions, also referred to as the “grip1” 
and “grip2” motifs (8). Five members of this 
family are known, GCPs 2, 3, 4, 5, and 6. 
GCPs 2 and 3 associate with -tubulin to form 
a V-shaped subcomplex, called TuSC (“-
tubulin small complex”). GCPs 2 and 3 
constitute the arms of the V, interacting 
laterally via their N-terminal domains (Figure 
1 A, B). The C-terminal domains are located at 
the two tips of the V, each binding one 
molecule of -tubulin (9). In the budding yeast 
S. cerevisiae, TuSCs are directly recruited to 
the spindle pole body (yeast centrosome 
equivalent) by the protein Spc110. Oligomers 
of Spc110 interact with the basis of the V-
shaped TuSCs, and stabilise their lateral 
association (10–13). Likely, seven TuSCs 
assemble stepwise into a helix of one turn plus 
a small overlap (14). In this helical array, the 
-tubulin molecules are exposed to form a 
platform from which /-tubulin dimers 
assemble into protofilaments. The structure of 
these helical complexes predefines the 
geometry of the microtubule, with a diameter 
of 25 nm, and with 13 -tubulin molecules per 
turn. S. cerevisiae represents the simplest 
model organism for microtubule nucleation, 
building -tubulin complexes from TuSCs, in 
the absence of GCPs 4, 5, and 6. In most other 
eukaryotes, however, GCPs 4, 5, and 6 are an 
integral part of TuRCs, albeit only one or 
very few copies of each protein are associated 
with each ring (7, 8, 15–19). In human cells, 
pre-formed, inactive TuRCs are in a soluble 
pool in the cytoplasm, from which they are 
recruited to nucleation centres, followed by 
their activation. Depletion of GCPs 4, 5 or 6 
prevents the formation of stable, full-sized 
TuRCs, and prevents the targeting of -
tubulin to the centrosome and to spindle 
microtubules (20–22). This causes errors in 
centriole duplication and spindle assembly, 
often inducing monopolar spindles (21). These 
phenotypes resemble defects from impaired 
recruitment or function of -tubulin (23–25). 
The role of GCPs 4, 5, and 6 in TuRC 
assembly is not well understood. Original 
observations by electron microscopy 
suggested that they could form a scaffolding 
cap at the base of the TuSC helix (6, 7, 26). 
More recent structural data have challenged 
this model. Resolution of the atomic structure 
of GCP4 has revealed a remarkable 
conservation with the structures of GCP2 and 
GCP3 of S. cerevisiae. Cryo-EM 
reconstructions of TuSC helices and in silico-
modelling has shown that the atomic structure 
of GCP4 can be fitted into the helical wall, in 
the place of GCPs 2 or 3 (11, 27, 28). In 
addition, biochemical experiments showed 
that GCP4 interacts with γ-tubulin via its C-
terminal domain, as previously shown for 
GCP2 and GCP3 (9, 10, 27). Drosophila GCPs 
5 and 6 were also found to bind γ-tubulin (29). 
These results led to the prediction that GCPs 
4, 5 and 6 integrate into TuRCs in an 
equivalent manner to GCPs 2 and 3. In this 
model, all GCPs would interact laterally via 
their N-terminal domains. Longitudinal 
interactions would bind -tubulin molecules to 
the C-terminal domains of each GCP (1). To 
test this idea experimentally, we have 
compared the function of the N- and C-
terminal domains of GCPs 4, 5, and 6 to the 
equivalent domains of GCPs 2 and 3, and we 
have performed FLIM-FRET analysis to 
determine the mode of interaction between 
GCPs 4 and 5. We have found that the N-
terminal domains define the identity of the 
GCP, driving lateral interactions similar to the 
interactions found in TuSCs. This is the first 
experimental approach supporting that GCPs 





The particular role of each GCP is specified 
by its N-terminal domain 
 
The atomic structure of GCP4 shows that the 
protein contains two independent domains 
corresponding to the N-terminal and C-
terminal halves (Fig. 1A). All GCP proteins 
possess structural similarities in their N- and 
C-terminal domains, highlighted in dark blue 
and red in Fig. 1B (27). Nevertheless, 
depletion of any individual GCP from cells 
reduces the amount of TuRCs and leads to 
mitotic defects, suggesting that the various 
GCPs are not functionally redundant (19–21). 
To investigate potential functional differences 
between the protein domains of individual 
GCPs, we developed an assay involving RNA 
silencing of specific GCPs, and rescuing 
function by the expression of siRNA-resistant 
chimeric proteins. Our experimental setup 
involved stable transfection of GCP constructs 
into HeLa cell lines, taking advantage of the 
Flip-in T-Rex system which allows site-
specific integration and inducible expression 
of the transgenes. To validate the system, we 
first verified that expression of wt GCP4 was 
able to rescue the depletion of the endogenous 
protein. We transfected a siRNA targeting 
GCP4, with induction of a siRNA-resistant 
construct at levels similar to the endogenous 
protein (Fig. 1C). Under these conditions, we 
measured the amount of soluble TuRCs and 
their recruitment to spindles in mitosis, using 
-tubulin as a marker (Fig. 1D-F). In sucrose 
gradients, the percentage of -tubulin 
sedimenting as TuRCs was quantified relative 
to total -tubulin levels (because the siRNA 
treatments delayed cell growth, total amounts 
of proteins varied depending on the condition) 
(Fig. 1D, E). Depletion of GCP4 drastically 
reduced the amount of TuRCs, whereas 
concomitant induction of the siRNA-resistant 
GCP4 restored the full-sized complexes. 
Depletion also reduced the recruitment of -
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tubulin to mitotic centrosomes and to spindle 
microtubules, which was rescued by siRNA-
resistant GCP4 (Fig. 1F).  
In a second step, cells expressing chimeric 
proteins were analysed. In these proteins, the 
N-terminal or the C-terminal domain of GCP4 
was replaced by the corresponding domain of 
another GCP, i.e. 2, 3, 5, or 6 (Fig. 2). The 
atomic structure of GCP4 shows that the two 
domains are connected at a central “hinge”, 
located between helices 11 and 12 (Fig. 
1A-B). The location of the hinge in different 
GCPs was determined by multiple sequence 
alignments (Fig. 1B), and was chosen as a site 
of recombination for the construction of 
chimeras. Sucrose gradient analysis showed 
that all chimeras carrying the N-terminal 
domain of GCP4 were able to rescue TuRC 
formation after depletion of the endogenous 
GCP4, irrespective of the origin of the C-
terminal domain that they were fused to (Fig. 
2A). In contrast, chimeras with the C-terminal 
domain of GCP4 fused to the N-terminal 
domain of any other GCP failed to rescue 
TuRC formation after depletion of GCP4 
(Fig. 2B). In general, the chimeras were able 
to rescue only if they carried the N-terminal 
domain identical to the depleted endogenous 
GCP (Fig. 2A, B). Quantification of -tubulin 
levels showed that rescue-competent chimeras 
restored nearly fully the original amounts of 
TuRCs (Fig. 2 C). They also rescued the 
recruitment of -tubulin in mitosis (Fig. 3A). 
The results are summarised in Fig. 3B. 
Occasionally, chimeras were expressed at very 
low levels, leading to ambiguous answers 
(marked with “?” in Fig. 3B; expression levels 
are presented in Fig. 4). In particular, 
insufficient expression might explain why the 
chimera carrying the N-terminal domain of 
GCP3 does not rescue the depletion of GCP3. 
Alternatively, GCP3 might behave differently 
from the other GCPs and require its own C-
terminal domain to function. Successful rescue 
also diminished the amount of aberrant, 
monopolar spindles (Fig. 3C), suggesting that 
not only the structure but also the function of 
TuRCs was restored. 
The results show that the N-terminal domains 
define the functional identity of the different 
GCPs, whereas the C-terminal domains are 
exchangeable.  
 
GCP4 and GCP5 are associated laterally via 
their N-terminal domains  
 
Whereas lateral interaction between the N-
terminal domains of GCP2 and GCP3 has 
been shown previously (9, 10, 30), 
experimental evidence is missing on how 
GCPs 4, 5, and 6 bind to the remainder of the 
TuRC. Modelling of the GCP4 structure into 
reconstructions of TuSCs from cryo-electron 
microscopy has strongly suggested that GCP4 
is capable of interacting laterally with other 
GCPs, equivalent to GCPs 2 and 3. However, 
this has never been verified by any 
biochemical or biophysical experiments. To 
determine whether GCP4 is involved in lateral 
interactions, we performed FLIM-FRET 
analysis. Co-immunoprecipitation experiments 
in S. pombe have suggested that GCP4 and 
GCP5 can bind to each other independently of 
TuSCs (17). We co-expressed GCP4 and 
GCP5 tagged with GFP and mCherry, and 
looked for energy transfer between the 
fluorescent proteins incorporated into TuRCs 
at centrosomes. If the two proteins interact, the 
transfer of energy from the donor (GFP) to the 
acceptor (mCherry) decreases the fluorescence 
lifetime of the donor. The relative difference 
of lifetime is a measure of FRET efficiency 
and depends on the distance between the 
donor and the acceptor. Initial attempts of 
expressing fluorescent GCPs in cell lines 
yielded centrosomal fluorescence that was too 
weak for measuring fluorescence lifetimes. To 
circumvent this problem, we used a previously 
established cell line, stably overexpressing 
ninein-like protein (Nlp) (31). Increased 
amounts of Nlp form large centrosomal 
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assemblies in interphase that enrich TuRCs 
and thereby boost microtubule nucleation. We 
verified by immunofluorescence that these 
assemblies recruit all different endogenous 
GCPs (Fig. 5A). Moreover, depletion of GCP4 
or GCP5 blocked the recruitment of the other 
GCPs to these centrosomal assemblies, 
indicating that GCPs are incorporated only in 
the form of TuRCs (Fig. 5B and data not 
shown).  
Our approach was designed to monitor FRET 
only between adjacent proteins within 
TuRCs. Using the fitting models of GCP4 
structure into the TuSC helix, we predicted 
the distances between the extremities of the 
GCPs (11, 28). Because of the V-shape of 
TuSCs, the N-termini of adjacent GCP4 
molecules were found in close contact (<2.5 
nm), but the C-termini were separated by an 
average of 6 nm. The distances between non-
adjacent C-termini exceeded 11 nm. As energy 
transfer is only possible if the distance 
between the fluorophores is below 10 nm, 
fluorescent tags positioned C-terminally 
should restrict FRET to direct neighbours. 
Modelling also predicted that the C-termini 
extend outside the helix, away from the lateral 
surfaces of the GCPs, suggesting that the 
addition of the fluorescent proteins should not 
interfere with protein-protein interactions and 
should not inhibit the assembly of the 
complex. Indeed, the tagged GCPs were 
recruited to the centrosomal Nlp assemblies 
and their presence did not alter microtubule 
nucleation, indicating that they were 
functional (Fig. 5C). 
We first used GCP2 and GCP3 as controls. 
We fused GFP to the C-terminus of GCP3 and 
mCherry to the C-termini of GCP2 and GCP3. 
Centrosomal assemblies containing GCP3-
GFP displayed an average lifetime of 2.414 ns. 
When co-expressed with GCP2-mCherry, the 
lifetime decreased to 1.981 ns, but only to 
2.293 ns with GCP3-mCherry (table 1, Fig. 
5D-F). This corresponds to FRET efficiencies 
of 18% for the GCP3/GCP2 pair, and 5% for 
the GCP3/GCP3 pair. For comparison, the use 
of free mCherry as acceptor led to 3.7% of 
FRET efficiency (table 1). Only values greater 
than 7% are considered significant (see 
“Experimental Procedures” for details). These 
results are consistent with the existing model 
of TuSC helices, with GCP3 in direct contact 
with GCP2, but with distances between GCP3 
C-termini exceeding the radius for efficient 
FRET (Fig. 5E, F).  
Using GCP4-GFP paired with GCP5-
mCherry, or GCP5-GFP paired with GCP4-
mCherry, we obtained FRET efficiencies 
between 8-9% (table 1, Fig. 6A, B). In 
contrast, pairing GCP4-GFP with GCP4-
mCherry, or GCP5-GFP with GCP5-mCherry, 
led to less than 3% of FRET efficiency (table 
1, Fig. 6C). These values are consistent with a 
close and specific proximity of the C-termini 
of GCP4 and GCP5. Note that FRET is more 
efficient with the GCP2/GCP3 pair than with 
the GCP4/GCP5 pair, because GCP3-GFP has 
the potential to transfer energy simultaneously 
to two molecules of GCP2-mCherry in the 
helix, which potentiates the energy transfer 
(Fig. 5E). GCP4 can only have one GCP5 
neighbour because there is only one copy of 
GCP5 per complex (16, 19). To verify that the 
interaction revealed by FRET is direct as 
expected, we performed crosslinking 
experiments in vitro on purified TuRC. 
Despite the large size and low abundancy of 
the complex, we were able to reveal by 
Western Blot a crosslinked product containing 
both proteins, at the size of the heterodimer 
(Fig. 6D). This confirms that GCP4 and GCP5 
are direct neighbours within the complex. 
We then used GCP4 and GCP5 fluorescently 
tagged at their N-termini. Again, we measured 
significant FRET (9.5-12%), in contrast to 
pairs of one protein tagged at its C-terminus 
and the other at the N-terminus (0.5-3.5%) 
(table 1, Fig. 7A, B). The latter arrangement 
should not permit FRET if GCPs 4 and 5 were 
associated in a TuSC-like manner, in which 
the N-terminus of one GCP is separated by an 
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average distance of 12nm from the C-terminus 
of the neighbouring GCP. Altogether, our 
combined results provide direct evidence for 
lateral interaction between GCP4 and GCP5, 
equivalent to GCPs 2 and 3 in TuSCs. To test 
whether the GCP4-GCP5 interaction requires 
the specific N-terminal domain of each partner 
for lateral interaction, we used the chimeric 
proteins with the N- and C-terminal domains 
of GCP4 and GCP5 swapped, tagged C-
terminally with GFP. We measured significant 
FRET between the donor chimera carrying the 
N-terminal domain of GCP4 and GCP5-
mCherry as an acceptor (9%), but not with 
GCP4-mCherry (4%) (table 1, Fig. 7C, D). 
Likewise, we measured significant FRET 
using the chimera carrying the N-terminal 
domain of GCP5 paired with GCP4-mCherry 
(8%), but not with GCP5-mCherry (2%) (table 
1, Fig. 7E, F). These results confirm the role 
of the N-terminal domains in the interaction 
between GCP4 and GCP5. 
 
Interaction of GCP4 with -tubulin is not 
necessary for incorporation into the TuRC 
 
Our results show that the C-terminal domains 
of the GCPs are exchangeable, suggesting that 
they perform the same function, i.e. binding to 
-tubulin. We wanted to address the 
significance of the GCP/-tubulin interaction 
in TuRC assembly. For this, we mutated the 
-tubulin-binding region of GCP4 and 
evaluated its function in TuRC assembly and 
recruitment along spindles. Based on the 
models of the GCP4 structure fitted into the 
reconstruction of TuSC helices, we predicted 
the regions of GCP4 involved in the 
interaction with -tubulin (27, 28, 32). Helices 
16 and 20 of the C-terminal domain of 
GCP4 were found at the protein interface with 
-tubulin (Fig. 8A). We mutated both helices 
and evaluated the binding of the mutants to -
tubulin in vitro, by isolating stable complexes 
of Flag-tagged γ-tubulin and V5-tagged GCP4 
on anti-Flag affinity beads. Multiple mutations 
in helix16 inhibited binding of GCP4 to -
tubulin, whereas mutating helix 20 showed 
no effect (Fig. 8A, B). Refining the mutations 
revealed that mutating residue F522 of 16 to 
R reduced the binding, and that adding the 
F626R mutation in 20 was fully inhibitory 
(Fig. 8A, B).  
We tested the ability of the double mutant 
F522R-F626R to complement the depletion of 
the endogenous GCP4. A stable cell line 
expressing the siRNA-resistant GCP4 F522R-
F626R was still assembling TuRCs after 
siRNA treatment, as shown after sucrose 
gradient sedimentation, and -tubulin was still 
recruited to the mitotic spindle (Fig. 8C-E, 
upper panels). In contrast, deletion of the 
whole C-terminal domain of GCP4 was unable 
to rescue (Fig. 8C-E, lower panels). We 
observed that GCP4 was present in low 
density fractions of the sucrose gradients, 
independent of TuRCs (Fig. 8F). 
Immunoprecipitation of GCP4 from these 
fractions indicated a specific interaction with 
-tubulin (Fig. 8G). When wt GCP4 was 
replaced by the double mutant F522R-F626R, 
the interaction was lost (Fig. 8H), confirming 
that the F522R-F626R mutations inhibited the 
binding of GCP4 to -tubulin not only in vitro, 
but also in cells where TuRC assembly is 
rescued. Moreover, the lateral association with 
GCP5 was not altered, as controlled by FLIM-
FRET (table 1). 
These results indicate that the C-terminal 
domain of GCP4 is needed for incorporation 





In this work, we provide the first experimental 
evidence supporting the prediction that all 
GCPs assemble into the helical wall of the -
TuRC. Using chimeric proteins formed by the 
N-terminal domain of one GCP fused to the C-
terminal domain of another GCP, we show 
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that the N-terminal domains determine the 
identity of the GCPs. Moreover, our FLIM-
FRET experiments indicate that GCP4 and 
GCP5 establish TuSC-like lateral interactions 
within the complex. Previous studies in S. 
pombe have suggested an interaction between 
GCP4 and GCP5, independent of the presence 
of GCP2 and GCP3 (17), and our crosslinking 
results confirm a direct association of GCP4 
and GCP5 within TuRCs. Using chimeric 
proteins with the N- or C-terminal domains of 
GCP4 and 5 swapped, we show that the N-
terminal domains carry the specificity of the 
interaction. Altogether, our results suggest that 
the N-terminal domains of all GCPs are 
mediating specific lateral interactions. 
Thereby, they define the direct neighbours and 
position the GCPs within the TuRC helix.  
In addition to the conserved sequences, 
including the grip1 motif, the N-terminal 
domains carry specific insertions of various 
sizes depending on the GCP, i.e. internal 
insertions or N-terminal extensions (27). 
These insertions may equally contribute to the 
function of individual GCPs since they have 
been implied in specific interactions with 
regulatory or structural proteins. For instance, 
GCP6 carries a large internal insertion 
phosphorylated by Plk4 (21) and containing a 
domain of interaction with keratins (33), 
whereas the N-terminal extension of GCP3 
interacts with the recruitment protein 
MOZART1 (34, 35). 
The N-terminal domains can be fused to C-
terminal domains of other GCPs, without 
affecting their function and specificity. This 
was shown for the N-terminal domains of 
GCPs 2, 4, 5, and 6, but remains uncertain for 
GCP3. The poor induction of GCP3 chimera 
did not allow us to test unambiguously 
whether it rescues the depletion of the 
endogenous GCP3. Either the expression level 
was insufficient for rescuing, or the C-terminal 
domain of GCP3 was irreplaceable. One 
difference between GCP3 and the other GCPs 
is the flexibility of the GCP3 hinge linking the 
N- and C-terminal domains. This flexibility is 
needed to close the TuRC in a conformation 
compatible with the geometry of the 
microtubule, increasing its nucleation capacity 
(11). In the chimera composed of the N-
terminal domain of GCP3 and the C-terminal 
domain of GCP4, the flexibility or the 
positioning of the C-terminal domain might be 
altered and impact the assembly of the 
complex. The observation that the C-terminal 
domains of all other GCPs can be switched fits 
with the structural data, which predict an 
interaction with -tubulin via the conserved 
grip2 motif (27, 32, 36). They could thus be 
exchangeable if the GCPs were all binding 
similarly to -tubulin. Surprisingly, we have 
found that a mutant of GCP4 lacking affinity 
to -tubulin was still able to incorporate into 
TuRCs and to rescue their assembly. Thus 
binding to -tubulin might not be essential for 
all GCPs, and low copy number GCPs might 
participate in TuRC assembly even if they 
don’t carry their own copy of -tubulin. 
TuRCs assembled with the mutant GCP4 
were recruited to mitotic spindles and didn’t 
induce monopolarity, suggesting that they 
were functional. However, we don’t know 
whether TuRCs with mutant GCP4 can “fill 
the gap” by integrating -tubulin without 
longitudinal GCP4 interaction, simply by 
lateral interactions with neighbouring -
tubulins.  
The precise stoichiometry of GCP4, 5 and 6 
within TuRCs remains unclear. Co-
immunoprecipitation of endogenous GCP4 or 
GCP5 with tagged forms suggested that more 
than one copy of GCP4 but only one of GCP5 
are present per complex (16). Estimation from 
gels of purified TuRCs also suggested an 
average of 2.5 copies of GCP4, one copy of 
GCP5 and less than 1 copy of GCP6 (though 
GCP6 being essential for TuRC assembly, 
this result is still to be confirmed, (19)). 
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Because of their low stoechiometry, and 
because they are all essential, we think that 
GCP4, 5, and 6 are positioned at specific 
locations, critical for the formation or stability 
of the helix. Our limited analysis revealed that 
the positions of GCP4 and GCP5 were not 
random, and that the two proteins were 
adjacent within TuRCs. Experiments in fungi 
suggest that GCP4, 5 and 6 might form a sub-
complex within TuRCs (17, 37, 38). We 
failed to detect an interaction with GCP6 by 
FLIM-FRET using C-terminally tagged GCP4, 
5 and 6 (see table 1), suggesting that GCP6 is 
not laterally associated with GCP4 or GCP5. 
Alternatively, the wide insertion present in the 
middle of GCP6 might position its C-terminus 
away from the neighbouring protein, 
preventing FRET. We propose that GCP4, 5 
and 6 position together at the ends of the helix, 
which would allow them either to initiate or 
terminate the self-assembly of TuSCs, and/or 
to stabilise the structure by bridging the two 
ends. Although several models can be 
proposed, we favour a model in agreement 
with our FLIM-FRET results in which GCP4 
and 5 are interacting laterally at one end of the 
helix and GCP6 is located at the other end. In 
this configuration, a longitudinal interaction 
between GCP6 and GCP4/5 might close and 
stabilise the complex (Fig. 9). Finding the 
precise positions of GCP4, 5 and 6 will be 
essential to understand their contribution to the 







Human GCP2,3,4,5,6 cDNAs were cloned into 
pCDNA5/FRT/TO (Invitrogen) using high 
fidelity PCR with oligonucleotides with 
tailored restriction sites: GCP2 and GCP3 
(39), GCP4 (15), GCP5 (image clone 
5297149), GCP6 (21). Five silent point 
mutations within the siRNA targeting 
sequence of the GCPs cDNAs were introduced 
by PCR to generate resistance. For FLIM-
FRET analysis, the sequences of AcGFP and 
mCherry were added at the 5’ or 3’ end of the 
GCPs cDNAs by PCR, with a linker of 6 
residues (AcGFP/mCherry-AGGGGG-GCP or 
GCP-GGGGGA-AcGFP/mCherry). Mutations 
within the C-terminal domain of GCP4 were 
introduced into the pET26B-GCP4-V5 (27) by 
PCR. The chimeric constructs were generated 
by introducing a NheI restriction site at the 
junction of the N-terminal and C-terminal 
domains of the GCPs by PCR, and by 
swapping the domains using the sites flanking 
the constructs in pCDNA5/FRT/TO. For the 
GCP3 chimera, the domains were also 
swapped using the Gibson kit (NEB) without 
introduction of the NheI restriction site.  
 
 
Cell culture and generation of stable cell lines: 
 
Hela Flp-in T-Rex (a gift from S. Taylor, 
University of Manchester, UK), U2OS T-Rex 
Myc Nlp (from E. Nigg, University of Basel, 
Switzerland) and HeLa S3 -tubulin-Myc-TAP 
(from J. Lüders, IRB Barcelona, Spain) were 
grown at  37°C in a 5% CO2 atmosphere in 
Dulbecco’s modified Eagle’s medium 
(DMEM) supplemented with 10% foetal 
bovine serum (31, 40). Hela Flp-in T-Rex 
were cultured with zeocin (100µg/ml) and 
blasticidin (5µg/ml). The pCDNA5/FRT/TO 
vectors containing the GCPs cDNAs were co-
transfected with the Flp recombinase encoding 
plasmid pOG44 (Invitrogen) using CaCl2. 
Hygromycin B-resistant clones (200µg/ml) 
were picked and expanded to obtain clonal cell 
lines. Transgene expression was induced using 
1µg/ml doxycycline. Two independent clones 
with levels of expression similar to 
endogenous levels (except for the N64C 
chimera that was strongly overexpressed) were 
systematically chosen and analysed. The 
results were similar between clones. U2OS T-
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Rex Myc Nlp were cultured with zeocin 
(100µg/ml) and hygromycin B (50µg/ml). Nlp 
overexpression was induced using 1µg/ml 
doxycycline. HeLa S3 -tubulin-Myc-TAP 
were cultured with 400g/ml geneticin. 
 
 
RNAi and transfections: 
 
For RNAi, the following sequences were used 






Double-stranded siRNA oligomers (Ambion) 
were transfected using lipofectamine RNAi 
max (Invitrogen). Cells were seeded the day 
before transfection at 600,000 cells in 100mm 
Ø dishes (for sucrose gradient experiments) or 
at 100,000 cells in 6-well dishes on coverslips 
(for immunofluorescence). 10nM siRNAs 
were transfected according to the 
manufacturer’s protocol, and the medium was 
replaced, with or without 1µg/ml doxycycline, 
after 5h or 24h. Cells were harvested or fixed 
72h post-transfection. For FRET experiments, 
800ng of plasmid DNA were transfected using 
Lipofectamine 2000 (Invitrogen) into cells 
seeded in 24-well dishes on coverslips. 
Medium was changed after overnight 
incubation, with 1µg/ml doxycycline. After 7h 
of induction, cells were fixed 15 minutes in 






Cells were trypsinised, rinsed with PBS, and 
resuspended in gradient buffer (50mM HEPES 
pH 7.4, 100mM KCl, 1mM EGTA, 1mM 
MgCl2, 1mM GTP, 1mM DTT) with 1% NP40 
and complete protease inhibitor mix (Roche). 
After 10 minutes centrifugation at 16,000g, 
soluble extracts were fractionated on gradients 
of 5-40% sucrose in gradient buffer, in a 
SW55-Ti Rotor (Beckman coulter) at 50,000 
rpm for 4h30. Fractions were precipitated in 
methanol and resuspended in gel loading 
buffer containing SDS. Proteins were detected 
by Western blot using the Odyssey imaging 
system (Li-cor Biosciences), with IRDye 
800CW- and 680CW-conjugated secondary 
antibodies (Invitrogen). -tubulin levels were 
quantified using the Odyssey 2.1 software: the 
Odyssey fluorescence system provides a linear 
relationship between signal intensity and 
antigen loading. Band intensities were 
measured with background subtraction and the 
values were normalised relative to the total -
tubulin amount, corresponding to the sum of 
the intensities of all the fractions. For 
immunoprecipitation, gradient fractions were 
incubated with anti-GCP4 FL antibody 2h at 
4°C and with protein A magnetic beads 
(Dynal) for an additional 2h. The beads were 
washed twice in gradient buffer and samples 





TuRCs were purified from a HeLa S3 cell 
line expressing -tubulin-Myc-TAP as 
described in (40). Purified complexes were 
crosslinked with 0.5mM DSS (disuccinimidyl 
suberate) for 7 minutes at 20°C. The 
crosslinking was stopped by adding 50mM 
TRIS pH 8 for 15 minutes at 4°C. Crosslinked 
complexes were analysed by Western blot 
after denaturing SDS-PAGE. 
 
 
Flag pulldown assay: 
 
Flag--tubulin and GCP4-V5 (wt and mutants) 
were transcribed and translated together in a 
coupled reticulocyte lysate system, according 
to the manufacturer (TNT, Promega), as 
described in (27). The sample was then 
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incubated with 10 l of anti-Flag M2 agarose 
beads (Sigma-Aldrich) for 2 h at 4 °C and then 
washed three times with 30 l of HEPES 
buffer (50 mM HEPES pH 7.4, 150 mM NaCl, 
1 mM EGTA and 2 mM MgCl2). The bound 
proteins were eluted by increasing buffer 
stringency: HEPES 500 (HEPES buffer with 
500 mM NaCl), NP40 (HEPES buffer 
supplemented with 1% Igepal CA-630 
(Sigma-Aldrich)), RIPA (HEPES buffer 
supplemented with 1% Igepal CA-630 and 
0.25% deoxycholic acid), SDS (HEPES buffer 
supplemented with 0.1% SDS) and gel loading 
buffer containing SDS. Fractions were 





The following primary antibodies were used : 
anti -tubulin : mouse (Sigma), anti -tubulin : 
mouse TU-30 (Exbio) or rabbit R75 (41), anti-
GCP2 : rabbit (23), anti-GCP3 : mouse C3 
(Santa-Cruz), anti GCP4 : rabbit (15), anti-
GCP5 : rabbit H300 or mouse E1 (Santa-
Cruz), anti-GCP6 : rabbit (Abcam) or mouse 





Cells grown on coverslips were fixed in -20°C 
methanol and processed for 
immunofluorescence following conventional 
protocols. For detection, secondary antibodies 
conjugated to Alexa 488 or 568 (Invitrogen) 
were used. Fluorescence microscopy was 
performed on a widefield microscope 
(Axiovert 200M; Carl Zeiss MicroImaging, 
Inc.) equipped with a Z motor, using a 40x 
(Plan Neofluar, 1.3 NA) or 63x (Plan Apo, 1.4 
NA) objective. Images were acquired with a 
MRm camera and Axiovision software (Carl 
Zeiss MicroImaging, Inc.). Image processing 
was done using Adobe Photoshop. 
Quantification of fluorescence was done using 
Axiovision: intensities at centrosomes and 
along spindle microtubules were measured on 
images acquired under constant exposure, 
within circular areas of 2m Ø. An adjacent 
area of the same dimension was quantified and 
subtracted as background. For microtubule 
regrowth, cells were transferred into pre-
cooled medium on ice for 1 h and then 15 
seconds into pre-warmed medium at 37°C. 
Regrowth was stopped by methanol fixation at 
-20°C. For all the quantifications, error bars 
correspond to confidence intervals calculated 





For FLIM, the light source was a mode-locked 
Ti:sapphire laser (Tsunami, model 3941, 
Spectra-Physics, USA) pumped by a 10W 
diode laser (Millennia Pro, Spectra-Physics) 
and delivering ultrafast femtosecond pulses of 
light with a fundamental frequency of 80MHz. 
A pulsepicker (model 3980, Spectra-Physics) 
was used to reduce the repetition rate to 2MHz 
to satisfy the requirements of the triggering 
unit (working at 2MHz) and to avoid 
exposition of the specimen to unwanted 
excitation pulses. All the experiments were 
carried out at  = 850 nm, the optimal 
wavelength to excite GFP in multiphoton 
mode (12). All images were acquired with a 
60x lens (Plan Apo, 1.4 NA, IR) mounted on 
an inverted microscope (Eclipse TE2000E, 
Nikon, Japan) coupled to the FLIM system. In 
this setup the femtosecond-pulsed laser light is 
scanned into the left camera port of the 
microscope via a dichroic mirror ( 750 nm). 
The fluorescence emission is directed back 
into the detection unit through the same 
camera port and selected by a band pass filter 
(520/25 nm). Briefly, the FLIM unit is 
composed of two galvo mirrors, scanning 
along the x and y axes, a relay lens and a 
streak camera (Streakscope C4334, 





fast and high-sensitivity CCD camera (model 
C8800-53C, Hamamatsu). Fluorescence 
decays were recorded during a time interval of 
20 ns. A 4x4 binning was used to reduce the 
acquisition time. The MCP-PMT gain and the 
exposure time of the CCD were adjusted to 
avoid overexposure of the CCD. For each 
image, average fluorescence decay profiles 
were calculated and the lifetimes were 
estimated by fitting these data with a mono- or 
bi-exponential function using the Levenberg-
Marquart non-linear least-squares estimation 
procedure. FRET efficiency was calculated by: 
E = 1 - (DA)/(D) with DA and D the mean 
lifetime of the donor in the presence or 
absence of the acceptor, respectively. 
Statistical comparisons were performed by 
Student’s t test. The relation between the 
FRET efficiency and the distance r between 
the donor and the acceptor is given by 
equation E = 1/(r/R0)6 with R0 the Förster 
distance to obtain 50% of FRET. Based on the 
Förster theory, if the distance r is >1.5R0, no 
energy transfer occurs. Taking into account 
the GFP-mCherry couple of donor and 
acceptor, we obtained a value close to 7%, 
meaning that FRET is considered significant 





Molecular graphics were performed with the 
UCSF Chimera package. Chimera is 
developed by the Resource for Biocomputing, 
Visualization, and Informatics at the 
University of California, San Francisco 
(supported by NIGMS P41-GM103311). PDB 
structures used are 3RIP for GCP4 atomic 
structure and 5FLZ for the interface between 
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Table 1: FLIM-FRET measurements showing a pseudo-TuSC interaction between 
GCP4 and GCP5 
 
Donor Acceptor (ns)a SE (ps)b nc FRET (%)d p valuee 
NA 2.414 0.006   121     
mCherry 2.325 0.019 89 29 3.7 2.5 x 10-8 
GCP2-mC 1.981 0.026 433 60 17.9 2.4 x 10-51 GCP3-GFP 
GCP3-mC 2.293 0.011 121 128 5.0 1.4 x 10-19 
NA 2.444 0.006   123     
GCP4-mC 2.391 0.008 53 97 2.2 2.5 x 10-7 
GCP5-mC 2.251 0.013 193 88 7.9 3.6 x 10-33 GCP4-GFP 
GCP6-mC 2.347 0.010 97 90 4.0 3.6 x 10-2 
NA 2.425 0.008   136     
GCP4-mC 2.213 0.015 211 80 8.7 9.6 x 10-29 
GCP5-mC 2.369 0.018 55 50 2.3 2.0 x 10-3 GCP5-GFP 
GCP6-mC 2.345 0.018 80 57 3.3 1.0 x 10-5 
NA 2.436 0.007  152   
GCP4-mC 2.422 0.014 13 60 0.6 1.6 x 10-1 
GCP5-mC 2.353 0.008 83 60 3.4 1.6 x 10-1 GCP6-GFP 
GCP6-mC 2.354 0.012 82 44 3.4 1.7 x 10-7 
NA 2.402 0.009   60     GFP-GCP4 GCP5-mC 2.390 0.008 12 60 0.5 3.4 x 10-1 
NA 2.409 0.022   70     GFP-GCP5 GCP4-mC 2.326 0.022 83 43 3.5 2.3 x 10-2 
NA 2.499 0.008   60     
mC-GCP4 2.408 0.009 91 60 3.6 7.4 x 10-12 GFP-GCP4 
mC-GCP5 2.262 0.009 237 60 9.5 3.3 x 10-37 
NA 2.460 0.009   60     
mC-GCP4 2.162 0.018 298 60 12.1 4.6 x 10-29 GFP-GCP5 
mC-GCP5 2.388 0.010 72 60 2.9 3.5 x 10-7 
NA 2.473 0.009   80     
GCP4-mC 2.377 0.009 96 60 3.9 5.5 x 10-11 N45C-GFP 
GCP5-mC 2.258 0.012 215 90 8.7 3.3 x 10-30 
NA 2.456 0.007   120     
GCP4-mC 2.261 0.014 195 60 7.9 5.2 x 10-32 N54C-GFP 
GCP5-mC 2.412 0.010 44 60 1.8 3.2 x 10-4 
NA 2.407 0.008  60   GCP4(F522R-
F626R)-GFP GCP5-mC 2.169 0.019 238 60 9.9 1.5 x 10-20 
 
NA: no acceptor 
a. Mean lifetime (in nanoseconds).  
b. Δ= τD − τDA (in picoseconds). 
c. Total number of measured centrosomes. 
d. Percentage of FRET efficiency: E = 1 − (τDA/τD). 
e. P value of the difference between the donor lifetimes in the presence and absence of 







Figure 1: Construction of chimeric GCPs based on GCP4 structure and rescue of GCP4 
depletion phenotypes 
 
(A) Ribbon representation of the atomic structure of human GCP4 with the N-terminal 
domain delineated in red and the C-terminal domain in blue. (B) Schematic alignment of the 
primary structures of the five GCPs. The grip motifs are boxed in dark grey, the N-terminal 
domains are in blue, with the specific regions in light blue, the C-terminal domains in red. The 
sequences at the chimeric junction are shown, relative to GCP4 helices 11 and 12. (C) 
Western blot analysis of GCPs expression in HeLa cells treated with or without GCP4 siRNA, 
with or without induction of the rescue construct resistant to the siRNA (GCP4 siR). (D) 
Comparison of extracts from control cells and cells treated with GCP4 siRNA with or without 
induction of GCP4 siR, after fractionation in gradients of 5-40% sucrose. TuRC 
sedimentation is visualised using a -tubulin antibody: fraction 3 contains the majority of 
TuSCs, fraction 7 the majority of TuRCs. (E) Quantification of -tubulin intensities in the 
fractions of the gels shown in D, expressed as a percentage of total -tubulin (sum of the 10 
fractions). The values in fraction 7 are shown on the right, relative to control cells. (F) 
Comparison of mitosis in control cells or siRNA-treated cells with or without induction, 
stained for -tubulin (top panels and red), microtubules (green) and DNA (blue). Scale bar: 
10m. Top right: quantification of -tubulin intensities at centrosomes and along spindle 
microtubules (>25 cells scored per condition, error bars: mean ± SD). Bottom right: 
percentage of cells with defective recruitment of -tubulin (mean of five experiments, 500 
total cells scored per condition, error bars: SEM, 95% CI). 
 
Figure 2: Chimeric GCPs rescue TuRC assembly only if they carry the N-terminal 
domain corresponding to the depleted GCP 
 
Sucrose gradient fractionation of extracts from stable cell lines expressing the chimeras after 
depletion of the GCPs corresponding to the N- or the C-terminal domain of the chimera. (A) 
Chimeras composed of the N-terminal domain of GCP4 fused to the C-terminal domains of 
GCP 2, 3, 5, or 6 (respectively N42C, N43C, N45C, N46C). (B) Chimeras composed of the 
C-terminal domain of GCP4 fused to the N-terminal domains of GCP 2, 3, 5, or 6 
(respectively N24C N34C, N54C, N64C). TuRC sedimentation is visualised using a -
tubulin antibody. (C) Percentage of -tubulin in fraction 7 of the gels shown in A and B: 
values of siRNA-treated cells, with induction of the chimeras, are shown relative to control 
cells.  
 
Figure 3: Chimeric GCPs rescue TuRC recruitment and function, in addition to TuRC 
assembly 
 
(A) Percentage of cells with defective recruitment of -tubulin (mean of three experiments, 
300 total cells scored per condition). (B) Summary of the function of the chimeras, in TuRC 
assembly as well as recruitment in mitosis (+: rescue, -: no rescue, ?: ambiguous, grey 
squares: not evaluated). (C) Comparison of mitosis in control cells or siRNA-treated cells 
with induction of the chimeras, stained for -tubulin (top panels and red), microtubules 
(green) and DNA (blue). Scale bar: 10m. The graphs show the percentage of monopolar 
spindles. Results are shown for the N42C/N24C and N46C/N64C chimeras treated with 
siRNAs against GCP2 and GCP6 respectively (mean of three experiments, 300 total cells 
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scored per condition). Because the yield of monopolar spindles is lower after GCP5 siRNA, 
results for the N45C/N54C chimeras are not shown, nor for the N43C/N34C chimeras that are 
not rescue-competent. Error bars: SEM, 95% CI. 
 
Figure 4: Levels of induction of the chimeric GCPs in the HeLa stable cell lines 
 
Western blot analysis of extracts from the stable cell lines treated with or without siRNA 
against GCP2, 3, 4, 5, or 6, with or without induction of the chimera. The levels of induction 
were grossly similar to the levels of the endogenous proteins, except for the chimeras N34C 
and N45C that were barely detectable after treatment with GCP3 and GCP5 siRNA 
respectively (*). In contrast, induction of the chimera N64C was around 15x more than the 
endogenous GCP6 (**). 
 
Figure 5: Specific energy transfer between adjacent GCPs within TuRCs at 
centrosomal Nlp assemblies  
 
(A) Localisation of -tubulin and GCPs in U2OS cells overexpressing Nlp (left pannel: no 
induction of Nlp overexpression). (B) Localisation of GCP2 in cells overexpressing the Nlp 
protein, with or without treatment with GCP4 siRNA. (C) Microtubule regrowth assay on 
cells overexpressing the Nlp protein, with or without expression of GCP2-mCherry. The 
graph shows the quantification of the number of microtubules after regrowth (35 cells scored 
per condition, error bars: mean ± SD). (D) Localisation of GCP3-GFP (green) and GCP2-
mCherry (red) in cells overexpressing Nlp. (E) GFP lifetime distribution of GCP3-GFP with 
or without co-expression of GCP2-mCherry. (F) GFP lifetime distribution of GCP3-GFP with 
or without co-expression of GCP3-mCherry. Histograms show the percentage of centrosomes 
according to the lifetime classes. Schemes on the right indicate the percentage of FRET 
efficiency. 
 
Figure 6: GCP4 and GCP5 interact directly within TuRCs  
 
(A) Localisation of GCP4-GFP (green) and GCP5-mCherry (red) in cells overexpressing Nlp. 
(B) GFP lifetime distribution of GCP4-GFP with or without co-expression of GCP5-mCherry. 
(C) GFP lifetime distribution of GCP4-GFP with or without co-expression of GCP4-mCherry. 
(D) Western Blot analysis of GCP4 and GCP5 after crosslinking of purified TuRCs in vitro. 
At low concentration of crosslinker, a specific band containing GCP4 (76 kDa) and GCP5 
(118 kDa) appears at the size of GCP6 (used here as a marker of 200 kDa), corresponding to 
the size of the heterodimer. An additional band containing GCP4 is also observed around 130 
kDa (*). 
 
Figure 7: GCP4-GCP5 associate laterally via their N-terminal domains 
 
(A) GFP lifetime distribution of GFP-GCP4 with or without co-expression of mCherry-GCP5. 
(B) GFP lifetime distribution of GFP-GCP4 with or without co-expression of GCP5-mCherry. 
(C) GFP lifetime distribution of N45C-GFP with or without GCP5-mCherry. (D) GFP 
lifetime distribution of N45C-GFP with or without GCP4-mCherry. (E) GFP lifetime 
distribution of N54C-GFP with or without GCP4-mCherry. (F) GFP lifetime distribution of 





Figure 8: The C-terminal domain of GCP4, but not the interaction with -tubulin, is 
necessary to rescue TuRC assembly 
 
(A) Ribbon view of GCP4 and representation of the GCP4/-tubulin interface modelled by fitting the 
GCP4 atomic structure into the Saccharomyces cerevisiae TuSC helix. Mutated residues within 
helices 16 are coloured in light blue and within 20 in dark blue. F522 and F626 are coloured in 
orange (B) Pulldown assays using -tubulin-Flag as a bait with GCP4 mutants (16 mut: A511Q, 
N518R, A521E, F522W, D525R, N526F, Y529R, Y530A; 20 mut: A608W, A609R, S612E, S619W, 
S623Y). Western blots of eluted fractions from beads rinsed with HEPES buffer, followed by 
consecutive treatments with 0.5 M NaCl, 0.1% NP40, RIPA buffer,  0.1% SDS and gel loading buffer, 
probed with antibody against GCP4. (C) Western blot analysis of expression of the F522R-F626R 
GCP4 and the 1-349 truncated GCP4 siR mutants in HeLa cells, with or without depletion of the 
endogenous protein and induction of the mutant resistant to the siRNA. -tubulin is shown as a loading 
control. (D) Sucrose gradient fractionation of soluble cell extracts. TuRC sedimentation is visualised 
using antibody against -tubulin. Quantifications of -tubulin levels in fraction 7 are shown on the 
right. (E) Percentage of cells with defective recruitment of -tubulin (mean of 3 independent 
experiments, 300 total cells scored per condition). Error bars: SEM, 95% CI. (F) Sucrose gradient 
fractionation of a soluble extract showing GCP4 species in small fractions, in addition to TuRCs. (G) 
Immunoprecipitation of GCP4 from fractions 3 to 7 of the gradient. Fraction 3 contains the majority of 
TuSCs, fraction 7 contains TuRCs. -tubulin is specifically co-precipitated with GCP4 in fractions 3 
to 5. (F) Immunoprecipitation of GCP4 after fractionation of soluble extracts from stable cell lines 
expressing GCP4 siR wt or F522R-F626R and depleted of the endogenous GCP4. -tubulin is co-
precipitated with GCP4 wt in fractions 3 to 5, but not with GCP4 F522R-F626R, although it is always 
co-precipitated from TuRCs in fraction 7. 
 
Figure 9: Model of positioning of GCP4, 5, 6 within TuRCs 
 
GCP4, 5, 6 are part of the TuRC helix, with GCP4 and GCP5 interacting laterally. We propose that 
they are located at the overlapping ends of the helix, allowing them to initiate or terminate the 
assembly of the complex. As we have not detected a proximity between the C-termini of GCP4/5 and 
GCP6, we propose that GCP4/5 position at one end of the helix whereas GCP6 positions at the other 
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RESUME 
Les microtubules sont des composants hautement dynamiques du cytosquelette. La tubuline 
est localisée au centrosomeElle y forme le complexe de nucléation des microtubules, le 
TuRC, en association avec les protéines GCPs 2-6. Les GCPs 2-6 forment une famille de 
protéines caractérisée par deux domaines conservés appelés GRIP1 et 2. De par sa structure, 
le TuRC sert de moule pour la nucléation des microtubules. Le TuRC est constitué de 
plusieurs sous-complexes : les TuSCs qui sont composés d’une GCP2 et d’une GCP3 qui 
interagissent entre elle par leur domaine amino-terminal, chacune liant une tubuline  via leur 
domaine carboxy-terminal. Les TuSCs s’assemblent latéralement pour former une structure à 
un tour d’hélice, les deux extrémités de l’hélice se recouvrant. La structure atomique de GCP4 
s’intègre particulièrement bien dans structure du TuSC de levure, obtenue en microscopie 
électronique, à la place de GCP2 et 3 suggérant une forte conservation structurale entre les 
GCPs. GCP4, 5 et 6 pourraient donc être partie intégrante de l’hélice. 
Durant ma thèse j’ai étudié la position relative des GCP4, 5 et 6 au sein du TuRC. Pour cela 
j’ai développé des approches d’échange de domaines et de mutagénèse. J’ai également mis en 
place des stratégies de FLIM-FRET et d’immunoprécipitation. 
J’ai ainsi montré que c’est le domaine N-terminal des GCPs qui définit leur identité, les 
domaines C-terminaux étant échangeables. J’ai également mis en évidence, au sein du 
TuRC, des interactions latérales entre GCP4 et GCP5 semblables à celles établies par GCP2 
et GCP3 dans les TuSC. J’ai également pu isoler un complexe contenant GCP4, 5, 6 et la 
tubuline  indépendamment du TuRC. 
J’apporte ainsi les premières preuves expérimentales soutenant l’idée que GCP4, 5 et 6 sont 
partie intégrante de l’hélice du TuRC et qu’elles y forment un sous complexe qui occupe une 
position bien définie. 
 
ABSTRACT 
Microtubules are highly dynamic components of the cytoskeleton. tubulin is found at the 
centrosome where it forms a microtubule nucleation complex together with GCPs 2-6, the 
TuRC. GCPs 2-6 form a conserved family of proteins characterised by two conserved 
domains called GRIP1 and 2. The TuRC functions as a structural template for microtubule 
nucleation. The TuRC is composed of smaller subcomplexes called TuSC. Each TuSC is 
composed by one GCP2, one GCP3 and two tubulins. GCP2 and GCP3 interact via their N-
terminal domain and bind tubulin through their C-terminal domain. Several TuSCs can 
assemble laterally to form a one-turn helix with the two ends overlapping. The atomic 
structure of GCP4 fits almost perfectly in the place of GCP2 and GCP3 within the TuSC 
envelope obtained by electron microscopy suggesting a strong structural conservation among 
GCPs. Hence, GCP4, 5 and 6 may be part of the helix. 
During the course of my thesis, I studied the relative position of GCPs 4, 5, 6 within the 
TuRC. To this aim, I developed a domain swapping and mutagenesis approaches. I also 
combined FLIM-FRET and immunoprecipitation strategies. 
I have been able to show that the N-terminal domains of GCPs define their identity while the 
C-terminal domains can be swapped. My results also indicate that GCP4 and GCP5 establish 
TuSC like interactions within the TuRC. I also isolated a complex containing GCP4, 5, 6 
and tubulin independently of the TuRC. 
My thesis provides the first experimental evidence supporting the model where GCP4, 5 and 6 
are part of the TuRC helix where they form a sub-complex localised at a defined position. 
 
